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Avant propos
Dans la cellule, les acides ribonucléiques de transfert ou ARNt sont les mo-
lécules clé du décodage de l’information génétique portée par l’acide désoxyri-
bonucléique (ADN). Le processus de décodage se déroule en deux temps. La
première phase est appelée Transcription. Elle correspond à la synthèse
d’ARN messager (ARNm) à partir de l’ADN génomique. La transcription per-
met de segmenter l’information génétique en divers fragments, dont les quan-
tités produites et la durée de vie — et donc le nombre de copies à l’intérieur
de la cellule — peuvent être ﬁnement contrôlés, ce qui permet une régulation
précise et eﬃcace de l’expression du génome [1]. La deuxième phase, appe-
lée Traduction, ou synthèse des protéines, consiste à passer de l’alphabet à
quatre lettres (A, U, G, C) de l’ARNm, à un nouvel alphabet composé de 20
lettres — les 20 acides aminés qui entrent dans la composition des protéines.
Le code génétique permet de passer d’un langage à l’autre. Dans la cellule, la
clé du code génétique est matérialisée par les ARNt.
Les ARNt sont de petites molécules qui assurent le lien physique entre
l’ARNm et la protéine naissante, lors du mécanisme de traduction. Ils portent
en eﬀet à une de leur extrémité un anticodon, formé de l’enchaînement de trois
nucléotides, qui va s’associer avec les codons présents sur l’ARNm par com-
plémentarité. Ils portent aussi, à leur autre extrémité, un acide aminé dont
la nature dépend de l’anticodon présent de l’autre côté. Cet acide aminé sera
incorporé à la protéine naissante après appariement correct entre le codon de
l’ARNm et l’anticodon de l’ARNt. La ﬁdélité de la traduction est condition-
née par la ﬁxation du bon acide aminé sur l’ARNt qui lui correspond. Cette
fonction est assurée par une famille d’enzyme, les aminoacyl-ARNt synthétases
(aaRS). Le tandem aaRS–ARNt constitue un système de décodage ﬁdèle de
l’information génétique. En résumé, les ARNt correctement aminoacylés as-
surent le transfert de l’information génétique, depuis les ARN messagers —
qui la tiennent directement de l’ADN par le mécanisme de transcription —
vers les protéines, lors de la traduction.
Dans les cellules, la traduction a lieu au niveau des ribosomes. Les ribo-
somes sont des macromolécules complexes, formées d’ARN et de protéines, qui
catalysent les étapes clés de la synthèse des protéines. Le ribosome est secondé
dans cette tâche par tout un arsenal de facteurs de traduction. Comme toute
réaction de polymérisation, la traduction peut être divisée en trois phases :
l’initiation, l’élongation et la terminaison. La phase d’initiation est détermi-
ix
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nante car elle « choisit » en quelque sorte le codon de démarrage sur l’ARNm et
par conséquent conditionne le cadre de lecture de celui-ci. Il s’agit donc d’une
étape majeure dans la biologie de la cellule, de laquelle va dépendre la ﬁdélité
de l’expression des gènes. De manière universelle, la biosynthèse des protéines
débute chez tous les êtres vivants par l’incorporation d’un acide aminé méthio-
nine. Tout l’enjeu de l’étape d’initiation consiste donc à reconnaître le codon
AUG codant pour la méthionine initiatrice sur l’ARNm. Les êtres vivants ont
répondu à cet enjeu par l’utilisation d’un ARNt spécialisé, l’ARNt initiateur
méthionylé (l’ARNtMeti ). Cet ARNt particulier est recruté spéciﬁquement par
le ribosome et les facteurs d’initiation parmi l’ensemble des ARNt présents
dans la cellule, et plus particulièrement, il est distingué des ARNt élongateurs
méthionylés qui possèdent le même anticodon. Une des questions importantes
concernant l’initiation de la traduction est de savoir comment cet ARNt ini-
tiateur est distingué des ARNt élongateurs. De façon plus ou moins fortuite, le
travail réalisé pendant ma thèse m’a amené à résoudre la structure de l’ARNt
initiateur d’E. coli par cristallographie. Cette structure originale nous a per-
mis de proposer un modèle pour la discrimination entre les ARNt initiateurs
et élongateurs. Ce travail sera présenté dans la Partie III.
Pour être fonctionnels, les ARNt doivent subir de façon universelle — c’est-
à-dire aussi bien pour les ARNt initiateurs que pour les ARNt élongateurs —
des étapes de maturation post-transcriptionnelles. En particulier, certains de
ses nucléotides subissent des modiﬁcations chimiques catalysées par des en-
zymes dites de modiﬁcation. Tous les types d’acides nucléiques sont concernés
par les modiﬁcations chimiques. Plus d’une centaine de nucléotides modiﬁés
ont été identiﬁés, dont 91 pour les seuls ARNt [2]. C’est dans la famille des
ARNt que l’on rencontre ainsi la plus grande diversité de modiﬁcations, mais
aussi la plus grande proportion de nucléotides modiﬁés puisque la séquence de
certains ARNt peut en comprendre jusqu’à un quart. Parmi toutes les modi-
ﬁcations chimiques rencontrées dans les ARNt, les méthylations sont les plus
nombreuses. Elles sont catalysées par des enzymes appelées méthyltransférases
(MTases). Une partie de mon travail de thèse a consisté en l’étude biochimique
et structurale d’une méthyltransférase des ARNt : la m1A58 ARNt méthyltrans-
férase de T. thermophilus. Ce travail sera présenté dans la Partie II.
Outre cette implication des ARNt dans la traduction, qui constitue leur
rôle premier, ceux-ci prennent part à des processus biologiques variés, en de-
hors du phénomène de traduction. Ainsi certains ARNt servent d’amorce de
polymérisation lors de l’initiation de la transcription inverse des rétrovirus et
de certains rétrotransposons [3]. Dans le cas du Virus de l’Immunodéﬁcience
Humaine de type 1 (VIH-1), l’ARNtLys
3
est ainsi utilisé comme première amorce
lors de la transcription inverse. La formation du complexe d’initiation de la
transcription inverse du VIH-1 est un phénomène complexe nécessitant l’in-
tervention de facteurs protéiques viraux, comme la protéine de nucléocapside
(NC). Une partie de mon travail de thèse a consisté à étudier le rôle de la
protéine de nucléocapside dans la formation du complexe d’initiation de la
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transcription inverse du VIH-1. Cette étude sera présentée dans la Partie I.
Ainsi, même si les diﬀérentes parties de mon travail de thèse se rapportent
à des sujets biologiques bien diﬀérents, elles s’articulent toutes autour de ces
petites molécules que sont les ARN de transfert. Aussi avant d’entrer dans le
vif du sujet propre à chacune des parties, nous avons cru bon d’eﬀectuer en
premier lieu une présentation générale des ARN de transfert, dans laquelle nous
aborderons leur structure, leur fonction et leur biosynthèse. Cette présentation






Les acides ribonucléiques de
transfert
Dès 1955, Francis Crick prédisait l’existence de molécules adaptatrices [4]
faisant le lien entre le langage des acides nucléiques, porté par les ARNm, et la
chaîne polypeptidique naissante au niveau du ribosome. Découverts seulement
trois ans plus tard en 1958 par Mahlon Hoagland [5], les ARNt ont fait
l’objet d’études acharnées et passionnées [6] jusqu’à la résolution au début
des années 70 de la structure tridimensionnelle de l’ARNtPhe de levure par
les équipes d’Aaron Klug et d’Alexander Rich, alors en intense compétition
[7–10]. Actuellement, les ARNt font toujours l’objet d’études structurales et
fonctionnelles, et le nombre croissant des séquences d’ARNt disponibles 1 [11]
a de plus créé un engouement particulier pour l’étude phylogénétique de ces
molécules [12–14].
1.1 Structure des ARNt
Structure primaire
Les ARN sont des polymères de ribonucléotides. Les ribonucléotides sont
constitués de trois éléments reliés entre eux :
– un groupement phosphate lié à
– un sucre, le ribose, lui-même lié à
– une base azotée
Les nucléotides sont reliés entre eux par une liaison phosphodiester impli-
quant l’oxygène 3➐ du ribose du nucléotide n et le phosphate en 5➐ du nucléotide
suivant n✔1 (Figure 1.1). Les quatres bases canoniques constitutives des ARN
sont deux purines, adénine (A) et guanine (G), et deux pyrimidines, cytosine
(C) et uracile (U) (Figure 1.2).
1. La base de données « tRNA Compilation »[11] maintient les différents gènes et sé-
quences d’ARNt connus, la dernière mise à jour datant tout de même de 2001, et per-
met d’effectuer des recherches croisées sur plusieurs critères tels que l’organisme et l’acide
aminé correspondant à l’ARNt. Cette base de données est accessible à l’adresse suivante :
http://www.staff.uni-bayreuth.de/✂btc914/search/
3
4 Chapitre 1. Les acides ribonucléiques de transfert
Les ARNt sont des molécules composées de l’enchaînement de 74 à 98
nucléotides, avec une moyenne de 76. L’enchaînement des nucléotides est spé-
ciﬁque à chaque ARNt et déﬁnit sa structure primaire. C’est en 1965 que le
premier ARNt a été entièrement séquencé par l’équipe de Robert Holley,
ce qui lui a valu le Prix Nobel de médecine en 1968. Il s’agissait de l’ARNt
alanine de levure [15].
Depuis une dizaine d’années, un système conventionnel est utilisé pour nu-
méroter les nucléotides dans la séquence de l’ARNt — du numéro 1 pour celui
situé à l’extrémité 5➐ jusqu’au numéro 76 pour celui situé à l’extrémité 3➐ [16].
Avec cette numérotation, les nucléotides très conservés parmi les diﬀérentes sé-
quences portent le même numéro. Les trois nucléotides de l’anticodon portent




















































Figure 1.1 – Structure primaire des ARN
Les trois éléments constitutifs des nucléotides sont représentés sur fond de couleur.
Le groupement phosphate (en bleu), le sucre ribose (en rouge) avec la numérotation
des carbones du cycle (de 1➐ à 5➐), et une base azotée (en vert) reliée par une liaison
N-glycosidique au ribose.
En plus des quatre bases canoniques, les ARNt sont également constitués
de bases non canoniques. On parle de bases modiﬁées. Les modiﬁcations chi-
miques peuvent être très variées. Il peut s’agir par exemple d’une simple mé-
thylation du ribose ou de modiﬁcations plus importantes, comme l’ajout d’un
acide aminé sur une position réactive d’une base azotée. Les premières bases
modiﬁées dans les ARN ont été détectées en 1957 [17], et identiﬁées par la
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Figure 1.2 – Nomenclature des cycles puriques et pyrimidiques
Les bases adénine, guanine, cytosine et uracile sont rangées par famille (Purines et
Pyrimidines).
suite [18, 19]. Il s’agissait entre autre de la pseudouridine (Ψ) et de la ribothy-
midine (T) des nucléotides rencontrés très fréquemment dans les ARNt. Ces
modiﬁcations chimiques sont quasiment toujours réalisées par des enzymes de
modiﬁcation sur des nucléotides canoniques de la séquence de l’ARNt. Ils ne
sont dans tous les cas pas incorporés directement lors de la synthèse de l’ARNt
par transcription. On parle pour cela de modiﬁcations post-transcriptionnelles.
La formation de ces nucléotides modiﬁés sera abordé dans le Paragraphe 1.3.
Structure secondaire
La chaîne nucléotidique de l’ARNt se replie et adopte une structure secon-
daire caractéristique, déﬁnie par une série d’appariements canoniques de type
Watson-Crick entre bases complémentaires (A✏U et G C), mais aussi non ca-
noniques de type bancal ou « wobble » (par exemple G❳U) 2. Cette structure
secondaire très bien conservée parmi les ARNt est dite en « feuille de trèﬂe »
(Figure 1.3). Cinq régions sont ainsi formées par cette structure secondaire et
sont communément appelées : tige-boucle D, ou bras D, dénommé ainsi car elle
contient souvent une ou plusieurs dihydrourines (D) — tige-boucle anticodon
— région variable — tige-boucle T, ou bras T, dénommé ainsi car elle contient
souvent une thymidine (T) en position 54 — et tige acceptrice, au bout de
laquelle sont ﬁxés les acides aminés.
La tige acceptrice se termine à l’extrémité 3➐ par la séquence CCA, et c’est
l’adénosine 76 qui porte l’acide aminé spéciﬁque de l’ARNt, si celui-ci a été
aminoacylé par son aminoacyl-ARNt synthétase (aaRS) (pour des articles de
revue voir [21, 22]). L’ARNt et l’acide aminé sont liés par une fonction ester
entre un groupement alcool du ribose de l’adénosine 76 et la fonction acide
carboxylique portée par l’acide aminé. Selon la classe de l’aaRS (Classe I ou
II), l’acide aminé est incorporé sur le groupement alcool 2➐OH ou 3➐OH de
l’adénosine 76 [23, 24].
2. Tout au long du texte, les notations employées pour symboliser les appariements des
bases, canoniques ou non, cherchent tant que faire se peu à satisfaire les conventions définies
dans Leontis & Westhof [20]. Ces conventions sont présentées en annexe à la page 215.
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La boucle anticodon et la boucle T ont une longueur constante de 7 nu-
cléotides, alors que celle de la boucle D peut varier de 7 à 11 nucléotides. La
région variable est celle qui présente la plus grande variation de longueur parmi
les diﬀérents ARNt. Elle est généralement constituée de 4 ou 5 nucléotides 3.
Cependant, dans quelques cas — ARNtSer, ARNtLeu et ARNtTyr de Bacteria










Figure 1.3 – Structure secondaire et numérotation des ARNt
Les 5 régions des ARNt sont nommées sur la Figure. Les cercles représentent des
nucléotides toujours présents, et les ovales des nucléotides qui ne sont pas toujours
présents dans les ARNt. Les positions auxquelles on retrouve des nucléotides inva-
riants sont indiquées par des cercles à traits épais. D’après Sprinzl et al. [16].
La comparaison des séquences a permis l’identiﬁcation de résidus conservés
(U8, A14, G18, G19, A21, U33, G53, T54, Ψ55, C56, A58, C61, C74, C75 et A76) et
semi-conservés 4 (Y11, R15, R24, Y32, R37, Y48, R57 et Y60) dans presque tous
les ARNt. Ceux-ci sont situés tout au long de la séquence, mais avec une forte
concentration dans les boucles T et D (Figure 1.3). La structure tridimension-
nelle de l’ARNtPhe, a montré que la plupart de ces nucléotides conservés étaient
impliqués dans des interactions tertiaires et participaient ainsi au repliement
3. La région variable peut en fait compter 3 ou 4 nucléotides si l’on n’y inclut pas la base
44, une purine très souvent impliquée dans une paire non canonique de type Watson-Crick
avec une autre purine en position 26 (typiquement G26✏❨✏A44) que l’on inclut de ce fait
quelques fois dans la tige anticodon.
4. Y pour pyrimidine et R pour purine
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caractéristique des ARNt [9, 10]. Il est intéressant de noter que certaines de
ces interactions tertiaires avaient été proposées avant même la résolution de la
structure de l’ARNtPhe, comme la paire dite de Levitt G15✏❩✏C48 ou la paire
Trans-Hoogsteen U8❩✏❥A14 [26].
Structure tridimensionnelle
La première structure d’ARNt, l’ARNtPhe de levure, a été résolue par cris-
tallographie dans les années 1973–1974 [7–10]. Cette structure est présentée à
la Figure 1.4. Par la suite, l’ensemble des études cristallographiques menées

















Figure 1.4 – Structure tridimensionnelle de l’ARNtPhe de levure
Structure cristallographique de l’ARNtPhe de levure (PDB code 1EHZ) [27]. Les 5
régions de l’ARNt sont indiquées avec des couleurs diﬀérentes. La tige acceptrice est
en rouge, le bras D en vert, la tige-boucle anticodon en jaune, la région variable en
mauve et le bras T en bleu.
La structure tridimensionnelle des ARNt présente une forme caractéristique
dite en forme de « L » [7]. Cette forme en « L » résulte de l’empilement de la
tige acceptrice et de la tige T — qui forment l’une des branches du « L »
— l’autre branche étant formée par l’empilement de la tige D et de la tige
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anticodon (Figure 1.5). Les deux hélices d’ARN ainsi formées sont orientées
quasi perpendiculairement. L’angle du « L » est constitué par les boucles T et
D, et plus particulièrement par la paire de base Watson-Crick G19 C56. Ainsi
l’anticodon (positions 34, 35 et 36) et le site de ﬁxation de l’acide aminé (A76)
se trouvent aux deux extrémités de la molécule (Figure 1.4).
Cette structure est maintenue principalement par des interactions de type
liaisons hydrogènes entre diﬀérents nucléotides plus ou moins éloignés dans la
séquence, et par des interactions d’empilement. L’ensemble de ces interactions
est regroupé sous le terme d’interactions tertiaires [28, 29]. Les diﬀérentes
interactions tertiaires par liaison hydrogène sont représentées à la Figure 1.5.
Elles ont lieu principalement entre les nucléotides du bras D d’une part et les
nucléotides de la région variable et de la boucle T d’autre part. On trouve ainsi
la paire dite de Levitt G15✏❩✏C48, la paire à une liaison hydrogène G18❩✏PΨ55,
la paire Watson-Crick G19 C56, la paire de type Watson-Crick G26✏❨✏A44, ainsi
que les bases triples G45➮✏❒m2G10 C25, m7G46❩✏❥G22 C13 et A9✏❥✏A23✏U12.
On trouve également les deux paires très conservées de type Trans-Hoogsteen
T54❩✏❥m1A58 et U8❩✏❥A14.









Figure 1.5 – Représentation schématique de la structure 3D d’un ARNt
Les nucléotides impliqués dans des interactions tertiaires sont dans des cadres colorés.
Les interactions tertiaires par liaisons hydrogènes sont représentées par des pointillés.
D’après Oliva et al. [29].
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De plus, comme pour la plupart des ARN structurés [30, 31], le repliement
des ARNt nécessite la présence d’ions positifs monovalents comme le sodium
(Na✔) et divalents comme le magnésium (Mg2✔) [32–34]. Ainsi une structure
récente à haute résolution (1.9 Å) de l’ARNtPhe [27] a révélé la présence de 9
sites de ﬁxation de cations divalents au sein de la structure de l’ARNt. Ceux-ci
participent au repliement de l’ARNt en servant d’écran aux charges négatives
des groupements phosphates du squelette.
Comme nous l’avons déjà mentionné, les interactions tertiaires font inter-
venir des nucléotides invariants ou semi-invariants parmi les séquences d’ARNt
(Figures 1.3 et 1.5). De plus, d’autres structures d’ARNt ont été résolues par
cristallographie, à la fois sous forme libre — comme pour l’ARNtAsp de levure
[35], l’ARNtMeti initiateur de levure [36] et l’ARNt
Lys
3
humain [37] — et sous
forme de complexes, comme pour l’ARNtMetf initiateur de E. coli en complexe
avec la formylase [38], les nombreuses structures des couples ARNt–synthétase
(par exemple [39–45]), et les ARNt au sein des structures de ribosome [46, 47].
Ces structures ont toutes montré le même repliement global, avec néanmoins
quelques petites variations essentiellement au niveau de la boucle D et de la
région variable qui ne comportent pas toujours le même nombre de nucléo-
tides. Ainsi, tous les ARNt adoptent une structure tridimensionnelle similaire
en forme de « L ».
Cette structure globale conservée trouve bien évidemment son origine dans
le fait que les diﬀérents ARNt de la cellule interagissent avec les mêmes parte-
naires, comme le ribosome ou les facteurs de traduction. Les petites variations
locales, de structure ou de séquence, expliquent quant-à-elles les interactions
spéciﬁques que chaque ARNt peut entretenir avec certains partenaires cel-
lulaires, notamment son aminoacyl-ARNt synthétase. Les diverses fonctions,
communes ou spéciﬁques, assurées par les ARNt, seront abordées dans le Pa-
ragraphe suivant.
1.2 Fonction des ARNt
Fonction des ARNt dans la traduction
Au cours de la traduction, les ARNt assurent la lecture des codons de
l’ARNm par l’intermédiaire de leur anticodon au niveau des sites A et P de
la petite sous-unité du ribosome, et apportent l’acide aminé ﬁxé à leur extré-
mité 3➐ au niveau du centre peptidyl-transférase, situé dans la grande sous-unité
du ribosome, où a lieu la synthèse de la chaîne polypeptidique (Figures 1.6
et 1.7) [48, 49].
Parmi les ARNt cellulaires, on distingue les ARNt dits élongateurs —
qui vont apporter chaque nouvel acide aminé au niveau du centre peptidyl-
transférase, en venant se lier au site A du ribosome pendant la phase d’élon-
gation — et l’ARNt initiateur, qui va apporter la méthionine N-terminale de
la protéine synthétisée, en venant se lier de façon très spéciﬁque au site P du
ribosome pendant la phase d’initiation de la traduction. Les mécanismes de
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discrimination des ARNt initiateurs et élongateurs sont cruciaux pour assurer
la ﬁdélité de la traduction, notamment car cette discrimination conditionne « le
choix » du codon initiateur, et donc du cadre de lecture. Ces mécanismes de
discrimination, essentiels à l’étape d’initiation de la traduction seront abordés




Figure 1.6 – ARNt fixés aux sites A, P et E du ribosome
L’ARNt au site A est en jaune, celui du site P en orange et l’ARNt du site E est
en rouge. La ﬁgure montre l’orientation relative des trois ARNt et la courbure de
l’ARNm entre les sites A et P. D’après Yusupov et al. [46].
Les ARNt sont ainsi des molécules adaptatrices faisant le lien physique
entre l’information génétique codée sur l’ARNm par 61 codons sens et 3 co-
dons stop, et une séquence protéique écrite avec les 20 acides aminés naturels.
Les 64 codons sont le résultat des diﬀérentes combinaisons de mots de trois
lettres écrits avec les quatre lettres A, U, G et C des acides nucléiques. Le code
génétique donne la correspondance entre le codon de l’ARNm et l’acide aminé
incorporé. Il est dit redondant, car plusieurs codons codent pour le même acide
aminé (Figure 1.13). Il existe ainsi des ARNt avec des anticodons diﬀérents,
mais qui portent le même acide aminé. On parle d’ARNt isoaccepteurs. De fa-
çon surprenante, le nombre d’ARNt avec des anticodons diﬀérents varie entre
30 et 46 selon les organismes, ce qui semble insuﬃsant pour reconnaître la to-
talité des 61 codons sens. La reconnaissance de l’ensemble des codons s’eﬀectue
en eﬀet dans tous les domaines du vivant par une stratégie d’économie d’anti-
codons [12]. La reconnaissance de la dernière position du triplet du codon —
par la première base de l’anticodon — peut en eﬀet ne pas s’eﬀectuer par l’in-
termédiaire d’appariements de type Watson-Crick, mais par des appariements
non canoniques appelés appariements de type « wobble », car ils constituent en
quelque sorte une irrégularité dans la règle classique d’appariement des bases
[50, 51].
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Figure 1.7 – Vue générale du ribosome bactérien
Représentation de la structure du ribosome bactérien 70S complexé à l’ARNm et
à trois ARNt situés aux sites A, P et E [46]. Pour la clarté de l’image, les deux
sous-unités ont été artiﬁciellement séparées. A : Petite sous-unité du ribosome bac-
térien (30S). B : Grande sous-unité du ribosome bactérien (50S). La face visible de
chaque sous-unité correspond à la face qui interagit avec l’autre sous-unité au sein
du ribosome 70S. D’après Ramakrishnan [49].
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Outre cette interaction codon–anticodon, les données cristallographiques
récentes [46, 47] ont montré qu’environ 30 % des nucléotides des ARNt sont
impliqués dans des contacts avec les ARNr ou les protéines ribosomiques. De
plus, comme les ARNt doivent à la fois s’apparier avec leur anticodon au ni-
veau du site de décodage et présenter leur tige acceptrice aminoacylée au centre
peptidyl-transférase, la structure en « L » très conservée des ARNt est primor-
diale pour qu’ils assurent leur fonction principale de molécules adaptatrices
lors de la traduction.
Outre cette implication majeure dans la traduction, certains ARNt inter-
viennent également, de façon moins universelle, dans un certain nombre de
mécanismes biologiques. Quelques uns d’entre eux seront évoqués dans le Pa-
ragraphe suivant.
Fonctions alternatives des ARNt
Les ARNt aminoacylés (aa–ARNt) peuvent avoir des rôles biologiques en
dehors de la traduction. Ainsi l’acide glutamique chargé sur l’ARNtGlu est mo-
diﬁé dans les chloroplastes, par la glutamyl-ARNt réductase, en 1-semialdéhyde
glutamate, un précurseur de la voie de biosynthèse de diverses porphyrines [52],
puis par transamination en acide 5-aminolevulinique, un composé intervenant
dans la biosynthèse de la chlorophylle [53]. Certains aa–ARNt sont également
impliqués dans la synthèse du peptidoglycane des bactéries à Gram positif [54].
Les ARNt non aminoacylés assurent également des fonction particulières
au sein des cellules. Un ARNtArg tronqué des 9 nucléotides de son extrémité
3➐ a par exemple été décrit comme guide permettant de cibler l’activité d’une
ribonucléase au niveau de l’ARNr 18S murin [55]. Mais le rôle le plus connu des
ARNt en dehors de la traduction est de servir de première amorce lors de l’ini-
tiation de la transcription inverse des rétrovirus et de certains rétrotransposons
[3]. En eﬀet, comme beaucoup d’ADN polymérases, les transcriptases inverses
ont besoin d’une amorce venant s’apparier avec l’ARN matrice aﬁn d’initier
l’incorporation des désoxyribonucléotides complémentaires à cette matrice. Les
rétroéléments détournent ainsi un ARNt cellulaire de sa fonction première aﬁn
de l’utiliser comme amorce de polymérisation. Ces rétroéléments présentent
ainsi un site de liaison (PBS pour Primer Binding Site), complémentaire par
interactions Watson-Crick avec une portion de l’ARNt amorce. Chez les rétro-
virus il s’agit de l’extrémité 3➐ de l’ARNt, alors que chez les rétrotransposons, il
peut s’agir soit de l’extrémité 3➐, soit d’une région interne de l’ARNt. Les ARNt
les plus largement utilisés sont l’ARNtTrp, l’ARNtPro, ARNtMeti , les ARNt
Lys
1,2
et l’ARNtLys3 . Ce dernier est utilisé comme amorce par la transcriptase inverse
du virus de l’immunodéﬁcience humaine de type 1 (VIH-1). Cette utilisation
détournée de l’ARNtLys3 par le VIH-1 sera détaillée dans la Partie I.
En résumé, les ARNt ont un rôle central dans la traduction de l’informa-
tion génétique. Ils assurent également d’autres fonctions, moins universelles,
dans la biologie de la cellule. La séquence, la structure tridimensionnelle et
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les modiﬁcations post-transcriptionnelles portées par les ARNt sont dans tous
les cas essentielles à leur fonction. Elles résultent des étapes successives de la
biosynthèse des ARNt.
1.3 Biosynthèse des ARNt
La biosynthèse des ARNt est un processus complexe qui se déroule en plu-
sieurs étapes (pour des revues [56–58]). La première étape est la transcription
du gène de l’ARNt par une ARN polymérase qui incorpore les quatre nucléo-
tides canoniques (A, U, G et C) sur la matrice d’ADN. Pour transcrire l’en-
semble de leur gènes, les Bacteria et les Archaea n’utilisent qu’une seule ARN
polymérase, alors que chez les Eukarya, il existe trois polymérases diﬀérentes,
chacune spécialisée dans l’expression de gènes qui lui sont spéciﬁques 5. C’est
l’ARN polymérase III qui transcrit l’ensemble des gènes d’ARNt eucaryotes
[60], sous forme de précurseurs possédant des extensions 5➐ et 3➐ (Figure 1.8).
Les ARNt précurseurs subissent alors une maturation de leurs extrémités, ce
qui leur donne leur longueur standard. De nombreuses modiﬁcations sont éga-
lement incorporées sur ce transcrit primaire aﬁn de former l’ARNt mature.
Celui-ci peut alors être aminoacylé par son aminoacyl-ARNt synthétase. Ces
diﬀérentes étapes de maturation (Figure 1.8) seront détaillées dans les Pa-
ragraphes suivants.
1.3.1 Maturation des extrémités
Maturation de l’extrémité 5➐
L’excision de l’extension située à l’extrémité 5➐ des ARNt est réalisée par
une endonucléase, la ribonucléase P (RNase P) [61, 62]. Chez les Bacteria
elle est composé d’une petite sous-unité protéique d’environ 14 kDa (RnpA)
et d’une sous-unité ARN d’environ 350–400 nucléotides (RnpB). Bien que les
deux sous-unités soient essentielles in vivo, une augmentation de la force io-
nique permet la catalyse in vitro par la sous-unité ARN seule [63]. La RNase P
bactérienne est ainsi une enzyme ARN ou « ribozyme ». La sous-unité ARN est
constituée d’un domaine de spéciﬁcité aux ARNt et d’un domaine catalytique
[64]. Chez les Eukarya et les Archaea, la RNase P comprend un grand nombre
de protéines, et la sous-unité ARN ne possède pas d’activité catalytique par
elle-même. La RNase P est ainsi constituée de 4 à 10 sous-unités protéiques
indispensables à la catalyse. En l’occurrence, les 9 protéines de la RNase P
de levure sont essentielles à la survie de la cellule [65]. Même si les rôles des
diﬀérentes sous-unités protéiques ne sont pas encore bien connus, elles inter-
viennent probablement dans la stabilisation et la maturation de la sous-unité
ARN, ainsi que dans la formation du site actif [66]. Le mécanisme catalytique
de la coupure par la RNase P n’est pas encore élucidé.
5. Récemment une autre classe d’ARN polymérases, synthétisant les petits ARN interfé-
rents chez les plantes, a été identifiée et dénommée ARN polymérase IV [59].








Figure 1.8 – Les étapes de la maturation des ARNt
La maturation des ARNt se décompose en deux étapes. L’étape de maturation des
extrémités par diverses nucléases, qui donne la longueur native à l’ARNt. Et l’étape
de modification post-transcriptionnelle des nucléotides, qui consiste en la modiﬁca-
tion chimique de nombreux nucléotides de la séquence. L’ARNt mature est ensuite
aminoacylé par son aaRS. D’après Nakanishi & Nureki [57].
Maturation de l’extrémité 3➐
Le clivage de l’extension en 3➐ fait intervenir un grand nombre de nucléases
agissant de concert [67, 68]. Des endonucléases comme la RNase E [69, 70] et
la RNase III coupent l’extension 3➐ en son milieu, puis des exonucléases comme
la RNase II, la RNase BN➐ et la RNase PH [71] réduisent la portion restante
de l’extension 3➐. Si les exonucléases raccourcissent l’extension 3➐ au delà de
la séquence CCA d’attache de l’acide aminé, une ARN polymérase matrice
indépendante, appelée enzyme d’ajout du CCA (CCA-adding enzyme), permet
de réparer la séquence CCA terminale. Il existe également une endonucléase, la
RNase Z, qui clive l’extension 3➐ juste au delà de la séquence CCA [72, 73]. La
restauration de celle-ci se fait également grâce à l’enzyme d’ajout du CCA. La
Figure 1.9 récapitule les diﬀérentes enzymes — endonucléases, exonucléases
et polymérase — intervenant dans la maturation des extrémités des ARNt.










Figure 1.9 – Maturation des extrémités 5➐ et 3➐ des ARNt
L’endonucléase RNase P clive l’extension 5➐. L’extension 3➐ est excisée par l’action
d’endonucléases (RNase E, RNase III et RNase Z) et d’exonucléases (RNase II, RNase
BN➐ et RNase PH). L’extrémité 3➐ est éventuellement réparée par l’enzyme d’ajout
du CCA. D’après Nakanishi & Nureki [57].
L’enzyme d’ajout du CCA est une nucléotidyltransférase unique, car elle
étend une amorce spéciﬁque (un ARNt) en y ajoutant une séquence bien pré-
cise (CCA), sans avoir besoin de matrice. Elle est aussi capable de contrôler
l’état dans lequel se trouve l’extrémité CCA et de la réparer si besoin. Cette
enzyme lie ses substrats NTP (ATP et CTP) dans la même poche de ﬁxation
[74, 75]. La polymérisation matrice indépendante semble s’expliquer par des
changements de conformation de l’extrémité ﬂexible CCA de l’ARNt et par
l’utilisation d’une « matrice protéique », à la place de la matrice nucléotidique
classique [76, 77].
Remarque : Chez les Eukarya et les Archaea, la maturation de certains précur-
seurs d’ARNt fait de plus intervenir l’épissage d’introns. Les introns sont localisés
en 3➐ de l’anticodon, entre les nucléotides 37 et 38. Leur excision fait intervenir une
endonucléase, une ligase et une 2➐ phosphatase [78].
Ainsi, de nombreuses enzymes interviennent dans la maturation des extré-
mités des ARNt. Elles produisent un ARNt de longueur contrôlée et possédant
une extrémité 3➐ de séquence bien déﬁnie. Dans le même temps, les nucléotides
sont le siège de modiﬁcations chimiques post-transcriptionnelles. Ce dernier
aspect de la biosynthèse des ARNt sera détaillé dans le Paragraphe suivant.
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1.3.2 Modifications post-transcriptionnelles
Diversité des nucléotides modifiés dans les ARNt
A ce jour, 107 nucléotides modiﬁés ont été identiﬁés dans les diﬀérents
type d’ARN [2, 79, 80]. C’est dans la famille des ARNt que l’on rencontre la
plus grande diversité de modiﬁcations, avec 91 nucléotides modiﬁés diﬀérents 6
(Figure 1.10). Quelques rares modiﬁcations se retrouvent parmi tous les types
d’ARN, mais la plupart sont spéciﬁques d’une famille – et notamment un grand
nombre est spéciﬁque des ARNt (Figure 1.10). Tous les ARNt contiennent
des modiﬁcations chimiques, mais à des taux très variables. La diversité et les
proportions de nucléotides modiﬁés rencontrés dans les diﬀérents type d’ARN
sont regroupés dans la Table 1.1. On trouve ainsi en moyenne 10 nucléotides
modiﬁés le long de la séquence des ARNt, ce qui correspond à environ 13 %
de nucléotides modiﬁés. Mais cette proportion peut varier de 3 à 26 % selon
l’ARNt considéré. Les ARNt forment ainsi la famille d’ARN la plus modiﬁée
(Table 1.1).
Type ARNt sn(o)ARN ARNr ARNm
d’ARN 74–98 nt 70–1200 nt 1600–4000 nt 100–3000 nt
Nombre de nt 3–20 nt 0–13 nt 65–200 nt 0–5 nt
modiﬁés par ARN (3–26 %) (0–10 %) (1–3 %) (< 1 %)
Diversité 91 11 31 13
Table 1.1 – Diversité et proportion de nucléotides modifiés pour les
différents types d’ARN
D’après Rozenski et al. [2].
Si l’on regarde la distribution au sein des trois domaines du vivant des
nucléotides modiﬁés des ARNt, on remarque que la plupart des modiﬁcations
qu’ils portent sont spéciﬁques d’un règne (Bacteria, Eukarya et Archaea). Ce-
pendant, un petit nombre est au contraire commun aux trois domaines du
vivant (Figure 1.11). Ces modiﬁcations communes remplissent certainement
une fonction importante au sein des ARNt, pour avoir ainsi été conservées au
cours de l’évolution.
Les modiﬁcations rencontrées dans les ARNt sont de nature extrêmement
variée. Elles aﬀectent les purines et les pyrimidines à la fois sur des positions
endocycliques — en touchant ainsi un atome de carbone ou d’azote — et sur
des positions exocycliques. Elle peuvent aussi aﬀecter le ribose, et dans ce cas
elles se trouvent toujours sur la position 2➐OH [81].
6. La base de données « The RNA Modification Database »[79] maintient à jour la
liste des différentes modifications connues, et permet d’effectuer des recherches croi-
sées sur plusieurs critères, tels que le type d’ARN, le type de nucléotides, les do-
maines du vivant, etc. La base de données est accessible à l’adresse internet suivante :
http://library.med.utah.edu/RNAmods/
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Figure 1.10 – Les nucléotides modifiés dans les différents type d’ARN


































































































Figure 1.11 – Distribution phylogénétique des nucléotides modifiés dans
les ARNt des trois domaines du vivant
U* correspond à une uridine formée par désamination enzymatique d’une cytidine.
D’après Motorin & Grosjean [81].
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Ces modiﬁcations peuvent toutefois être regroupées en deux catégories sui-
vant la complexité de la modiﬁcation et notamment le nombre d’enzyme mis
en jeu lors de sa synthèse [82]. On distingue d’une part les modiﬁcations dites
simples, car elles ne requièrent qu’une seule réaction enzymatique. Ce sont les
modiﬁcations les plus nombreuses. Il peut s’agir :
– d’une simple méthylation — par exemple la 5-méthyl-uridine m5U ou T
retrouvée en position 54 de la plupart des ARNt
– d’une isomérisation — comme pour la pseudouridine Ψ, fréquemment
rencontrée en position 55
– d’une thiolation — par exemple la 4-thio-uridine s4U, fréquemment ren-
contrée en position 8 chez les Bacteria et les Archaea
– d’une réduction — comme pour la dihydrouridine D, que l’on retrouve à
diﬀérentes positions au sein de la boucle D
– etc.
On distingue d’autre part les modiﬁcations dites complexes, constituées
de plusieurs modiﬁcations simples ayant lieu sur la même position ou sur des
positions diﬀérentes d’un même nucléotide. Elles nécessitent l’intervention de
plusieurs enzymes. On rencontre ainsi des groupements aussi complexes que :
– l’isopentényl (i)
– le thréonylcarbamoyl (t)
– l’acétyl (ac)
– le méthoxycarbonylméthyl (mcm)
– le carboxyméthylaminométhyl (cmnm)
– etc.
Ces modiﬁcations se retrouvent dans toutes les parties des ARNt, mais
les diﬀérentes positions au sein de la séquence ne sont pas touchées dans les
mêmes proportions. Ainsi certaines positions sont plus modiﬁées que d’autres,
on parle de positions hypermodiﬁées [83].
Localisation des nucléotides modifiés dans les ARNt
La proportion de nucléotides modiﬁés rencontrés à chaque position de la
séquence des ARNt est présentée sur la Figure 1.12. Les positions les plus
modiﬁées se situent dans les boucles T et D, dans la région variable — positions
46, 47 & 48 — et dans la boucle anticodon — position 32, 34, 37 & 39. Il est
intéressant de noter, en comparant les Figures 1.3 & 1.12, que beaucoup de
positions hypermodiﬁées sont des positions auxquelles on retrouve des nucléo-
tides invariants — par exemple les positions 32 et 37 de la boucle anticodon,
48 de la région variable et 54, 55 et 58 de la boucle T. C’est au niveau des
positions 34 — position dite « wobble » — et 37 — celle qui suit directement
la dernière base de l’anticodon — que l’on retrouve la plus grande diversité des
modiﬁcations. De plus, c’est à ces positions que sont formées les modiﬁcations
les plus complexes [84].
La conservation de ces modiﬁcations à des positions particulières est bien
entendu à relier aux rôles que celles-ci jouent dans la structure et/ou la fonction
des ARNt. Les principales fonctions connues des nucléotides modiﬁés des ARNt
seront abordées dans le Paragraphe suivant.




















Figure 1.12 – Localisation des nucléotides modifiés dans les ARNt
Statistiques à partir des 546 séquences présentent dans la base de données de sé-
quences d’ARNt en 1998 [16]. Les cercles en gras symbolisent les positions où l’on
rencontre des nucléotides modiﬁés. Les positions numérotées correspondent à celle
où l’on trouve plus de 25 % de nucléotides modiﬁés. On les considère arbitrairement
comme des positions hypermodiﬁées. D’après Auﬃnger & Westhof [83].
Rôle des nucléotides modifiés dans les ARNt
Tous les ARNt séquencés contiennent des nucléotides modiﬁés, et certaines
de ces modiﬁcations ont été conservées par l’évolution au sein des trois do-
maines du vivant, ce qui laisse à penser que celles-ci jouent des rôles essen-
tiels vis-à-vis des diverses fonctions des ARNt [84]. Cependant, en dehors des
modiﬁcations présentes dans la région de l’anticodon, les modiﬁcations post-
transcriptionnelles ne semblent pas essentielles à la survie cellulaire, et l’échec
de mise en évidence de phénotypes pour beaucoup de mutants de ces enzymes
empêche la poursuite d’études fonctionnelles [56, 85]. Ainsi, les modiﬁcations
post-transcriptionnelles semblent plutôt contribuer au réglage ﬁn et synergique
de l’activité des ARNt, qu’être les acteurs d’une fonction bien précise [86]. Ce-
pendant, le rôle de certaines d’entre-elles est maintenant bien établi et quelques
uns d’entre eux seront succinctement abordés dans la suite du texte.
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Nucléotides modifiés et interaction codon–anticodon Les positions 34
et 37 sont très fréquemment modiﬁées (Figure 1.12). Les positions 35 et 36,
responsables de la lecture des deux premières lettre du codon ne sont quant-
à-elle quasiment jamais modiﬁées.
Position 34 Le fait que le code génétique soit dégénéré, et que les deux
première lettres du codon suﬃsent à déﬁnir l’acide aminé dans 8 cases sur
16 (Figure 1.13), a très tôt permis de proposer l’hypothèse d’une position
« wobble » en position 34 de l’anticodon [50]. A cette position, les règles clas-
siques d’appariement se relâchent et par exemple, les ARNt de Bacteria qui
possèdent une uridine non modiﬁée en position 34 peuvent lire les codons se
terminant par n’importe lequel des 4 nucléotides [12]. Ceci pose donc un pro-
blème lorsque la case du code génétique déﬁnie par les deux premières lettres
du codon contient plusieurs acides aminés — ce qui arrive pour les 8 autres
cases (Figure 1.13). Ce problème est résolu par l’utilisation adéquate de modi-
ﬁcations à la position « wobble ». Ces modiﬁcations permettent de moduler les
propriétés de reconnaissance de ce nucléotide, et ainsi de modiﬁer les proprié-
tés d’association codon–anticodon. Ces observations ont permis de réactualiser
les règles d’appariement codon–anticodon [87–90]. On peut noter par exemple
que :
– Les modiﬁcations des nucléotides U34 réduisent en général ses capacités
de décodage aux seules purines [89], et permet ainsi le décodage ﬁdèle
des cases du code génétique codant pour deux acides aminés distincts,
comme la case AAN 7 (Asn & Lys), où les uridines modiﬁées vont décoder
les purines A et G et donc reconnaître les codons Lys (Figure 1.13).
On trouve ainsi uniquement des uridines non modiﬁées en position 34
dans les anticodons d’ARNt codant pour des acides aminés seuls dans
leur case.
– La présence d’une queuosine à la place d’une guanosine en position 34
favorise l’appariement avec une uridine plutôt qu’avec une cytosine [91].
– La désamination de l’adénosine 34 en inosine (I34) est très fréquemment
rencontrée [92]. Elle étend la capacité de décodage de l’adénine (princi-
palement U) en formant des paires de bases avec les nucléotides U, C et
A [51, 93].
– La lysidine C34 (k2C34) reconnaît une adénosine au lieu d’une guanosine,
et facilite ainsi la bonne lecture du codon AUA (Ile) par l’ARNtIleCAU
mineur de E. coli tout en empêchant la lecture erronée du codon AUG
(Met) dans la case AUN (Ile & Met) du code génétique (Figure 1.13).
Position 37 Les nucléotides modiﬁés en position 37, bien que n’apparte-
nant pas à l’anticodon, stabilisent l’appariement du nucléotide en position 36
avec le premier nucléotide du codon, et augmentent ainsi l’eﬃcacité et la ﬁdé-
lité de la traduction [94, 95]. De plus, comme certaines modiﬁcations peuvent
7. où N signifie : « n’importe lequel des 4 nucléotides. »
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empêcher l’appariement de cette position avec l’ARNm, elles contribuent au
maintient de la bonne phase de lecture — en diminuant les risques de décalage
du cadre de lecture, ou frameshifting. Ceci a notamment été montré pour le








































Figure 1.13 – Le code génétique
Les 61 codons sens et les 3 codons stop sont représentés dans un tableau dont chaque
case est déﬁnie par la première et la deuxième lettre seulement. La troisième lettre
déﬁnit les 4 triplets à l’intérieur de chaque case. Les 8 cases contenant un seul acide
aminé sont estampillées d’une étoile *.
Nucléotides modifiés et structure des ARNt Diﬀérentes techniques ont
été utilisées pour étudier le rôle des nucléotides modiﬁés dans la structure des
ARNt, comme la dénaturation thermique [32, 97, 98], le marquage chimique et
enzymatique [99–101], la cristallographie [102] et la RMN [103–106]. Ces études
ont montré que les ARNt « nus », c’est-à-dire dépourvus de modiﬁcations post-
transcriptionnelles, adoptent une structure proche des ARNt naturels, mais
présentent des diﬀérences signiﬁcatives, notamment au niveau local — en ce
qui concerne les interactions avec les molécules du solvant, cations et molécules
d’eau, et les conformations particulières que peuvent induire ces modiﬁcations
— mais aussi au niveau des interactions tertiaires participant au repliement
global des ARNt.
Solvant Les nucléotides modiﬁés participent à la ﬁxation du magnésium
au sein de l’ARNt et aﬀectent l’organisation des molécules d’eau de la pre-
mière couche de solvatation. En eﬀet, comme nous l’avons déjà évoqué au
Paragraphe 1.1, les ARNt ont besoin d’ions positifs — notamment Mg2✔
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— pour adopter un repliement correct. Des études RMN ont montré que des
transcrits nus adoptent une structure diﬀérente des ARNt naturels, en présence
de faibles concentrations de Mg2✔, et que celle-ci était restaurée à de plus fortes
concentrations en Mg2✔ [103, 104]. Ainsi les nucléotides modiﬁés sont impli-
qués dans la ﬁxation spéciﬁque d’ions Mg2✔, ce qui abaisse la concentration
minimale de cations nécessaire au bon repliement des ARNt [107, 108].
Les nucléotides modiﬁés peuvent également interagir diﬀéremment avec les
molécules d’eau. Ceci a notamment été beaucoup étudié pour la pseudouridine
Ψ. La ﬁxation spéciﬁque d’une molécule d’eau grâce à la fonction imino sup-
plémentaire — comparé à l’uridine — permettrait de rigidiﬁer localement la
structure des ARNt [102, 109, 110].
Effets conformationnels et thermodynamiques Certaines modiﬁca-
tions post-transcriptionnelles changent radicalement les conformations privilé-
giées et certaines propriétés physico-chimiques des nucléotides. Il s’agit prin-
cipalement d’eﬀets stéréoélectroniques jouant sur la conformation du ribose,
d’eﬀets d’empilement des bases et d’eﬀets électrostatiques [110]. On peut noter
par exemple que :
– La méthylation du ribose sur le groupement 2➐OH favorise une confor-
mation C3➐-endo, à cause d’un eﬀet de répulsion stérique entre le groupe
méthyle et la base. Cette conformation confère une stabilité thermodyna-
mique supplémentaire aux nucléotides présentant cette modiﬁcation. La
grande occurrence de cette modiﬁcation chez les organismes hyperther-
mophiles indique combien celle-ci peut être importante pour la stabilité
globale des ARNt.
– Les thiolations en position 2 des uridines (s2U) ont globalement les mêmes
eﬀets que les méthylations du ribose, en cela qu’elles favorisent également
une conformation C3➐-endo.
– Les méthylations en position 5 des pyrimidines (m5U et m5C) augmentent
la stabilité des ARNt en favorisant les interactions d’empilement des
bases. Cette modiﬁcation ne semble pas modiﬁer la conformation privi-
légiée du ribose, et ainsi la stabilité accrue est directement imputable
aux eﬀets d’empilement.
– La réduction de l’uridine en dihydrouridine (D) abolit la planarité du
cycle ce qui lui procure de très mauvaises propriétés d’empilement. De
plus, cette modiﬁcation favorise une conformation C2➐-endo. Cette mo-
diﬁcation semble ainsi apporter une ﬂexibilité supplémentaire. Ceci est à
mettre en relation avec le fait que cette modiﬁcation est retrouvée plus
fréquemment chez les organismes psychrophiles, vivant à basse tempéra-
ture.
– Certaines modiﬁcations (s2U, s4U, m5C, etc.) peuvent avoir une inﬂuence
sur le pKa de certaines positions des bases — notamment le N3 des pyri-
midines — et ainsi inﬂuer sur la stabilité de formes protonées impliquées
dans des appariements non-canoniques.
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– Certaines méthylations (m1A m3C et m7G) introduisent une charge po-
sitive au niveau de la base et peuvent ainsi induire des eﬀets électro-
statiques forts. En eﬀet, dans le contexte d’un ARN replié, la répulsion
électrostatique des groupements phosphate du squelette ne favorise pas
l’obtention d’une structure compacte. Le rapprochement de diﬀérentes
charges négatives peut s’eﬀectuer grâce à l’écrantage de celles-ci par des
ions positifs du solvant, comme nous l’avons déjà évoqué, mais égale-
ment par les rares charges positives présentes au sein de la structure de
l’ARNt. Il a par exemple été montré qu’une m1A pouvait jouer un rôle
dans la croissance à haute température de certains organismes thermo-
philes [111].
Incidence sur le repliement global Les nombreuses modiﬁcations ren-
contrées au niveau des bras T et D ainsi qu’au niveau de la région variable
augmentent considérablement la stabilité des interactions tertiaires assurant
le repliement en « L » des ARNt [101]. Certaines de ces modiﬁcations sont
même très conservées, comme la m5U54, la Ψ55 et la m1A58. Certains nucléo-
tides méthylés — comme les m5C, m5U, m1Ψ, m1G, m7G, etc. — contribuent
à augmenter les interactions d’empilement, et donc à stabiliser le cœur de la
structure de l’ARNt [108, 110].
Certaines modiﬁcations peuvent induire des changements conformationnels
importants, en cela qu’elles peuvent par exemple bloquer la face d’interac-
tion Watson-Crick d’un nucléotide, et empêcher ainsi qu’il prenne part à des
appariements canoniques. Certaines modiﬁcations assurent donc au sein des
ARNt une structure secondaire correcte en « feuille de trèﬂe », et participent
donc à l’intégrité de leur structure native. Ceci a notamment été montré pour
l’ARNtAsn humain et l’ARNtLys mitochondrial humain ainsi que pour diverses
tiges-boucles anticodon [112].
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Organisation du manuscrit et
présentation des résultats
Après cette introduction générale sur les ARN de transfert, qui a permis
de présenter leur structure, leur fonction et les étapes successives de leur bio-
synthèse, nous allons pouvoir présenter les sujets qui ont constitué le travail
de ma thèse. Ceux-ci ont tous un rapport avec les ARNt, mais concernent
des sujets biologiques éloignés et seront pour cela présentés dans trois parties
indépendantes.
Partie I
La Partie I abordera la formation du complexe d’initiation de la transcrip-
tion inverse du VIH-1, dans lequel intervient l’ARNtLys
3
humain. La formation
du complexe d’initiation de la transcription inverse fait aussi intervenir une
protéine virale : la protéine de nucléocapside (NC). Le laboratoire s’intéresse
depuis de nombreuses années à la détermination du mécanisme de formation
du complexe d’initiation et notamment au rôle joué par la protéine de nucléo-
capside [113–117]. Au cours de cette thèse, j’ai aﬃné le modèle de mécanisme
proposé par le laboratoire quant à la formation du complexe d’initiation. J’ai
en eﬀet tout d’abord identiﬁé, par des techniques de ﬂuorescence, un site de
ﬁxation fort et spéciﬁque de la NC sur le bras D de l’ARNtLys
3
. Dans le contexte
de la formation du complexe d’initiation, ceci explique l’implication précise de
la NC quant à l’ouverture de la structure tridimensionnelle de l’ARNtLys
3
. Cette
étude a donné lieu à l’Article 1 présenté à la page 53.
J’ai par la suite entrepris de résoudre la structure du complexe NC/bras D
de l’ARNtLys
3
par RMN. J’ai cependant été confronté à un problème inhérent à
l’étude de complexes par RMN en solution, le phénomène d’échange chimique.
Le phénomène d’échange rencontré dans le cadre de l’étude de ce complexe
s’est trouvé être dans la gamme de temps la plus dommageable pour réaliser
une étude structurale. Le complexe NC/bras D se trouve en eﬀet en échange
intermédiaire à l’échelle de temps spectrale avec les formes non associées NC
libre et bras D libre. Ceci conduit à une perte de signal très importante et à
un élargissement des raies tel que celles-ci peuvent devenir inobservables. Nous
n’avons, pour cette raison, pas pu déterminer la structure du complexe entre
la protéine de nucléocapside et le bras D de l’ARNtLys
3
. Cependant, l’amélio-
ration de la qualité des spectres ainsi que l’étude approfondie d’expériences de
titration par RMN, m’a permis de mettre en évidence que le mode de recon-
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naissance du bras D de l’ARNtLys
3
par la NC devait être identique à celui des
signaux d’encapsidation du génome viral SL3 et SL2, mode de ﬁxation révélé
par la structure des complexes NC/SL3 et NC/SL2 [118, 119]. Ceci a donné
lieu à l’Article 2 présenté à la page 68.
Partie II
La Partie II consiste en l’étude d’une enzyme de modiﬁcation des ARNt,
la m1A58 méthyltransférase de T. thermophilus ou TrmI. Cette enzyme ajoute
un groupement méthyle sur la position 1 du cycle purine de l’adénosine 58
située dans la boucle TΨC des ARNt. Au cours de cette thèse, j’ai entrepris de
résoudre la structure de cette enzyme en complexe avec son substrat ARNt par
cristallographie. Cependant, malgré de nombreux essais de co-cristallisation,
avec des partenaires ARN variés, je n’ai pas obtenu de co-cristaux et n’ai donc
pas résolu la structure du complexe. J’ai cependant obtenu des cristaux de la
protéine TrmI seule. Ceci m’a permis de résoudre la structure de la protéine
par remplacement moléculaire, à partir de l’homologue de TrmI chez M. tu-
berculosis, et de l’aﬃner jusqu’à 1.7 Å de résolution. J’ai également identiﬁé
des résidus de l’enzyme potentiellement impliqués dans la catalyse de transfert
de méthyle, et j’ai vériﬁé cette prédiction en comparant les paramètres cata-
lytiques de variants de l’enzyme aﬀectés au niveau de ces résidus à ceux de
l’enzyme TrmI sauvage. Nous avons aussi montré que la protéine tétramérique
TrmI, qui présente quatre sites actifs distincts, ne peut ﬁxer que deux substrats
ARNt en même temps et nous avons pu construire manuellement un modèle
d’amarrage moléculaire de l’ARNt qui rend compte de ce résultat. Cette étude
a donné lieu à l’Article 3 présenté à la page 113.
Partie III
La Partie III traite quant-à-elle de la discrimination de l’ARNtMeti ini-
tiateur vis-à-vis des ARNt élongateurs lors de l’initiation de la traduction.
L’origine moléculaire de cette discrimination a été étudiée depuis longtemps.
Il ressort de ces études que la capacité des ARNt initiateurs à initier la syn-
thèse protéique en venant s’apparier au site P du ribosome est corrélée à deux
particularités de leur tige-boucle anticodon :
– La tige-boucle anticodon des ARNt initiateurs adopte une conformation
particulière [120], révélée par des études de clivage aux endonucléases et
de sondes chimiques en solution [121].
– Cette conformation particulière est liée à l’existence de trois paires de
bases GC dans la tige anticodon, qui sont caractéristiques des ARNt ini-
tiateurs [122, 123].
Cependant, jusqu’à maintenant, aucune donnée structurale ne venait ap-
puyer ses observations.
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Lors des essais de co-cristallisation de TrmI avec l’ARNtMetf initiateur de
E. coli, j’ai obtenu des cristaux de l’ARNtMetf seul, qui m’ont permis de résoudre
la structure de cet ARNt et de l’aﬃner jusqu’à une résolution de 3.1 Å. Cette
structure a révélé une conformation unique de la tige-boucle anticodon. Cette
conformation unique implique les trois paires de bases GC de la tige et est par-
faitement en accord avec les études réalisées par sonde chimique en solution.
Dans cette structure, la base A37, située juste après le triplet de l’anticodon, ne
vient pas s’empiler entre les bases 36 et 38, comme dans toutes les structures
d’ARNt élongateurs résolues à ce jour, mais est appariée en base triple dans le
grand sillon de la tige anticodon avec la paire G29 C41. Cette structure unique
permet d’expliquer au niveau structural la discrimination entre les ARNt ini-
tiateurs et élongateurs. Elle a donné lieu à l’Article 4 qui est présenté à la
page 155.
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Première partie
Formation du complexe






Les rétrovirus tels que le virus de l’immunodéﬁcience humaine de type 1
(VIH-1) portent leur information génétique sur deux molécules homologues
d’ARN simple brin. Ces molécules d’ARN sont rétro-transcrites en ADN pro-
viral double brin lors de l’infection d’une nouvelle cellule par le virus. La trans-
cription inverse fait partie de la phase pré-intégrative du cycle viral qui se
termine éventuellement par l’intégration de l’ADN proviral dans l’ADN de la
cellule hôte. Bien que certaines protéines auxiliaires puissent aﬀecter la trans-
cription inverse [124–129], celle-ci fait intervenir quatre acteurs principaux dont
nous soulignerons quelques caractéristiques biochimiques et structurales utiles
à la compréhension de la transcription inverse.
2.1 Les acteurs
2.1.1 La transcriptase inverse (RT)
La RT du VIH-1 est comme toute les transcriptases inverses, une polymé-
rase capable de catalyser la polymérisation d’ADN à la fois sur une matrice
d’ARN et sur une matrice d’ADN. Elle possède de plus un domaine RNase H
lui permettant de dégrader le brin d’ARN venant de lui servir de matrice lors
de la synthèse d’un hybride ADN/ARN. Comme de nombreuses polymérases,
elle a besoin d’une amorce pour commencer la polymérisation des désoxyri-
bonucléotides sur une extrémité 3➐ OH libre. Celle-ci, dans le cas du VIH-1,
est l’extrémité 3➐ OH libre d’un ARN de transfert cellulaire, l’ARNtLys3 . L’ex-
trémité 3➐ de cet ARNt est en eﬀet complémentaire sur 18 nucléotides d’une
région de l’ARN viral que l’on nomme PBS pour Primer Binding Site.
Organisation structurale
La transcriptase inverse est un hétérodimère formé d’une sous-unité de
560 résidus (p66) et d’une sous-unité de 440 résidus (p51) [131]. Ces deux
sous-unités proviennent toutes deux de la polyprotéine Pol. Chaque sous-unité
contient un domaine polymérase composé de quatre sous-domaines appelés
« doigts », « paume », « pouce » et sous-domaine de connexion. La sous-unité
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Figure 2.1 – Organisation des sous-domaines de la RT du VIH-1
A : Les deux sous-unités p66 et p51 ont été artiﬁciellement séparées pour plus
de clarté. Les sous-domaines de p66 s’organisent comme une main droite dont
on regarderait la paume. En bleu, le sous-domaine « doigts ». En rouge, le sous-
domaine « paume ». En vert, le sous-domaine « pouce ». En jaune, le sous-domaine
de connexion. En violet, le domaine RNase H. Celui-ci est absent de la sous-unité
p51. B : Structure complète de la RT, organisation relative des deux sous-unités p66
et p51. Cette structure, dans laquelle la main est ouverte, correspond à une structure
en complexe avec un ADN double brin (PDB code 1RTD) [130].
p66 possède en plus un domaine RNase H (Figure 2.1). La sous-unité p51
résulte du clivage de ce domaine RNase H par la protéase rétrovirale [132]. De
nombreuses structures de la RT libre [133, 134], complexée à des inhibiteurs
[135] ou à de l’ADN double brin [130, 136] ont été résolues par cristallogra-
phie. Ces études structurales combinées à des études biochimiques donnent une
compréhension approfondie du fonctionnement de la RT [137, 138], des méca-
nismes d’action des inhibiteurs [134, 139, 140], et de l’apparition des résistances
vis-à-vis de ces inhibiteurs [130, 139].
La RT, cible des traitements antirétroviraux
La transcriptase inverse du VIH-1 est actuellement une des cibles prin-
cipales des antirétroviraux ayant eu une autorisation de mise sur le marché.
Les antirétroviraux ciblant la RT appartiennent à deux classes distinctes : les
inhibiteurs nucléotidiques et nucléosidiques, qui sont incorporés dans le brin
d’ADN nouvellement formé, mais qui empêchent l’incorporation du nucléotide
suivant, et les inhibiteurs non nucléosidiques, qui inhibent la RT sans être
incorporés dans l’ADN nouvellement formé. Dans le cadre de la tri-thérapie,
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deux inhibiteurs nucléosidiques sont typiquement associés soit à un inhibiteur
non-nucléosidique, soit à un inhibiteur de la protéase.
2.1.2 L’ARN viral
L’ARN viral, qui constitue le génome du virus, est constitué de deux molé-
cules d’ARN de polarité positive [141], c’est-à-dire de même polarité que l’ARN
messager traduit. Le génome du VIH-1 est dit complexe puisqu’il code pour les
protéines structurales, enzymatiques et de l’enveloppe au travers des gènes gag,
pol et env, comme pour tous les rétrovirus, auxquelles viennent s’ajouter des
protéines dites régulatrices (Tat, Rev, Vpu, Nef, Vif et Vpr) [142]. La Figure












Figure 2.2 – Organisation des différents gènes portés par l’ARN géno-
mique du VIH-1
Localisation des trois gènes principaux, gag, pol et env ainsi que des gènes codant
pour les protéines dites régulatrices sur l’ARN viral.
Dans cette partie, seules les régions de l’ARN viral intervenant dans le pro-
cessus de la transcription inverse seront décrites. Celles-ci sont représentées sur
la Figure 2.3.
La première de ces régions est la région R (pour Redundant) qui s’étend
sur une centaine de nucléotides. Elle est présente en deux copies identiques
de même polarité aux extrémités 5➐ et 3➐ de l’ARN viral. Cette redondance
permet de réaliser le premier saut de brin de la transcription inverse (voir
Paragraphe 2.2). Cette région R contient deux structures secondaires en
tige-boucle (Figure 2.4) [143]. La séquence TAR (pour Tat Responsive Ele-
ment), une séquence de 57 nucléotides constituant l’extrémité 5➐ de l’ARN viral
qui intervient dans la régulation de l’expression de l’ADN proviral par l’inter-
médiaire de la protéine Tat [144]. Et le signal de polyadénylation AAUAAA,
uniquement fonctionnel dans la région R de l’extrémité 3➐.
La région U5, est située directement en aval de R, du côté 5➐ de l’ARN viral
et directement en amont du site d’initiation de la transcription inverse (PBS) .
De part sa position, U5 est la première partie du génome à être rétro-transcrite.
Cette région contient aussi la séquence att intervenant dans l’intégration de
l’ADN proviral dans l’ADN de la cellule hôte.
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5' 3'
PBSU5 U33' PPT RR cPPT
Figure 2.3 – Organisation schématique de l’ARN génomique du VIH-1
Organisation générale des séquences intervenant au cours du cycle réplicatif du VIH-
1. R : séquence redondante, U5 : séquence unique en 5➐, PBS : Primer Binding Site,
3➐ PPT : PolyPurine Tract localisée en amont de la séquence U3, cPPT : central
PolyPurine Tract, U3 : séquence unique en 3➐.
Vient ensuite la séquence PBS, longue de 18 nucléotides. Cette séquence est
strictement complémentaire des 18 nucléotides de l’extrémité 3➐ de l’ARNtLys3
(G59 à A76) qui sert de première amorce à la transcriptase inverse [145].
Les séquences PPT (PolyPurine Tracts : 3➐ PPT et cPPT) sont des sé-
quences riches en purines, en partie résistantes à l’activité RNase H de la RT.
Elles servent d’amorces à la synthèse du brin d’ADNc(✔) (Paragraphe 2.2).
La région U3, est située directement en amont de R, du côté 3➐ de l’ARN
viral. De même que la séquence U5, elle contient la séquence att du site d’inté-
gration. Elle contient aussi des éléments de régulation de la transcription par
des facteurs cellulaires.
La partie 5➐ de l’ARN viral est une région très structurée qui contient de
nombreux éléments nécessaires au cycle du virus [146]. Ces diﬀérents éléments
de structure sont représentés Figure 2.4. Les tiges-boucles TAR et Poly(A)
font partie de la région redondante R. Le PBS quant à lui termine la région U5.
Il est précédé d’un signal d’activation de la transcription inverse, la séquence
PAS (Primer Activation Signal). Ceci sera abordé lors du Paragraphe 2.3.
Le PBS est suivi de quatre tiges-boucles (stem-loop) : SL1, qui contient le
site d’initiation de la dimérisation de l’ARN viral [147–149] ; SL2 qui contient
le site donneur d’épissage (SD) ; SL3 qui est le déterminant majeur du site
d’encapsidation de l’ARN viral (Ψ) [148, 149] et SL4 qui contient le codon
AUG d’initiation de la traduction.
2.1.3 L’amorce ARNtLys3
Les cellules de mammifères contiennent trois types majeurs d’ARNtLys




3 [150]. Alors que les ARNt
Lys
1
et ARNtLys2 ne diﬀèrent l’un de l’autre que par un nucléotide dans la tige an-
ticodon, la séquence de l’ARNtLys3 et les modiﬁcations post-transcriptionnelles
qu’il porte le rendent bien diﬀérent des deux autres. Néanmoins, malgré ces dif-
férences, les trois types d’ARNtLys sont incorporés dans les virions [151, 152],
avec une prédominance d’ARNtLys3 [152]. Ceci s’explique par le fait que les
ARNtLys isoaccepteurs sont encapsidés sélectivement dans les virions par l’in-
termédiaire de leur aminoacyl-ARNt synthétase (LysRS) [153–155] celle-ci
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Figure 2.4 – Structure secondaire de la partie 5’ de l’ARN viral
Représentation d’un modèle des éléments de structure secondaire pour la partie 5➐
non traduite (5➐ UTR) de l’ARN viral du VIH-1. Il s’agit de l’élément TAR, de la tige-
boucle Poly(A), du PBS et des quatre tige-boucles SL1-4. La séquence correspond à
l’isolat HXB2.
étant recrutée par la polyprotéine Gag (pour un article de revue [145]). Il
est à noter que l’ARNt amorce est encapsidé dans les virions, et placé sur le
PBS avant l’infection d’une nouvelle cellule [156].
L’ARNtLys3 possède treize modiﬁcations post-transcriptionnelles (voir Fi-
gure 2.5). Certaines d’entre-elles jouent un rôle important dans diﬀérentes
étapes du cycle réplicatif du virus. Le rôle de la méthylation en position 1 de
la base A58 sera notamment discutée au Paragraphe 2.2.
La structure des ARNt a été longuement présentée au Chapitre 1. Ici,
nous voulons seulement rappeler que le repliement caractéristique des ARNt
lui conférant une organisation générale en forme de « L » est le résultat d’un
grand nombre d’interactions dites tertiaires (liaisons hydrogène et interactions
d’empilement). Toutes ces interactions procurent à l’ARNt une très grande
stabilité vis à vis de la dénaturation thermique [157, 158]. Les interactions par
liaison hydrogène sont représentées sur la Figure 2.5 en trait continu.


















































































































Figure 2.5 – Structure secondaire de l’ARNtLys3
Les treize modiﬁcations post-transcriptionnelles portées par les nucléotides de
l’ARNtLys3 humain sont reportés en couleur sur la séquence et leur structure chimique
est représentée dans les encarts. Les interactions tertiaires qui assurent l’intégrité de
la structure de l’ARNt sont représentées par des lignes continues.
2.1.4 La protéine de nucléocapside (NC)
Généralités
La protéine de nucléocapside (NC) est une petite protéine de 55 résidus,
très basique (pI = 9.9), et qui contient deux domaines, chacun structuré autour
d’un ion Zn2✔, dits domaines en doigts de zinc, avec la séquence consensus
suivante : CX2CX4HX4C [159] (voir Figure 2.6). On parle de doigt de zinc
de type CCHC [160]. La NC est un composant très abondant des virions de
VIH-1 dans lesquels elle est associée à l’ARN génomique. Elle est tout d’abord
synthétisée comme une partie de la polyprotéine Gag et est ensuite clivée par
la protéase virale jusqu’à sa forme mature de 55 résidus [161, 162].
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Figure 2.6 – Séquence de la NC du VIH-1
La séquence est celle de l’isolat NL4-3. Les cystéines et les histidines qui coordinent
les ions Zn2✔ sont représentés en gris. Les résidus aromatiques des doigts de zinc,
i.e. F16 du doigt N-terminal et W37 du doigt C-terminal sont représentés en lettres
grasses.
La NC est une protéine de liaison aux acides nucléiques qui joue un rôle
dans quasiment toutes les étapes du cycle réplicatif du virus, de l’encapsi-
dation du génome et l’assemblage des virions jusqu’à la transcription inverse
et l’intégration de l’ADN proviral. Ainsi, la protéine NC (ou le domaine NC
du précurseur Gag) est impliquée dans la dimérisation de l’ARN génomique
[163, 164], dans son encapsidation [165–167], dans l’hybridation de l’ARNt
amorce au PBS [116, 168–170] (voir également Paragraphe 2.3), et dans les
étapes de transfert de brins de la transcription inverse [171–173].
Nombreuses de ces fonctions consistent en un remaniement de structure
d’acides nucléiques. La NC catalyse ces remaniements pour aboutir à la struc-
ture la plus stable d’un point de vue thermodynamique. Ceci en fait une pro-
téine chaperonne des acides nucléiques [174, 175].
Pour comprendre le rôle de la NC dans le processus de transcription in-
verse, il est important de s’attarder sur les propriétés structurales et sur les
propriétés de liaisons aux acides nucléiques de la NC. La plupart des infor-
mations structurales disponibles, quant aux propriétés de liaisons aux acides
nucléiques, réfèrent aux interactions de la NC avec le signal d’encapsidation Ψ.
Bien que ces études ne soient pas directement reliées à la transcription inverse,
nous en détaillerons quelques points essentiels.
Propriétés structurales
La structure des doigts de zinc individuels [176, 177] ainsi que celle de la
protéine de pleine taille [178, 179] ont été déterminées en solution par RMN
(voir Figure 2.7 A). Les structures montrent que le repliement global de
chaque doigt de zinc est très similaire. Cependant, le doigt de zinc C-terminal
semble être plus labile que le doigt de zinc N-terminal [176]. L’existence de
faibles nOe (nuclear Overhauser eﬀect) entre des résidus des diﬀérents doigts
de zinc a tout d’abord permis de penser que les deux domaines étaient rela-
tivement proches l’un de l’autre [179]. Une étude postérieure a conﬁrmé les
faibles nOe inter-doigts, mais a surtout révélé une structure très dynamique,
38 Chapitre 2. Contexte biologique
avec des temps de corrélation de rotation diﬀérents pour chacun des doigts de
zinc, montrant ainsi que ces interactions inter-doigts sont plutôt transitoires
et que les deux domaines évoluent indépendamment l’un de l’autre [180]. Dans
cette étude, les extensions N- et C-terminales apparaissent aussi comme très
ﬂexibles, le tout semblant procurer à la NC une grande adaptabilité de liaison








Figure 2.7 – Structures RMN de la NC1-55 du VIH-1
A : Structure RMN de la NC libre (PDB code 1AAF) [178]. B : Structure RMN de
la NC1-55 en complexe avec le signal d’encapsidation SL3 (PDB code 1A1T) [118]. Le
doigt de zinc N-terminal est représenté en bleu, le doigt de zinc C-terminal en rouge.
Les extensions N- et C-terminale sont en vert clair. La tige-boucle SL3 est représentée
en bleu cyan. Les résidus majeurs pour la reconnaissance sont représentés en jaune.
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Propriétés de liaison aux acides nucléiques
La NC possède 15 résidus basiques, Lysine ou Arginine, chargés positi-
vement au pH physiologique (séquence de l’isolat NL4-3 - Figure 2.6). Ces
charges lui assurent une interaction électrostatique, le plus souvent non spé-
ciﬁque, avec des acides nucléiques variés, tant ARN que ADN [181–185]. A
l’intérieur du virion, elle recouvre ainsi entièrement l’ARN génomique, à rai-
son d’une protéine de NC tous les 5 à 8 nucléotides [162, 181, 186–188]. La NC
protège de cette façon l’ARN viral d’une dégradation par des nucléases. Ces
interactions électrostatiques représentent une part importante des interactions
entre la NC et les acides nucléiques. La ﬁxation de la NC, tant à l’ADN qu’à
l’ARN, est en eﬀet fortement dépendante de la force ionique [181–185]. Ces
propriétés ressemblent fortement aux interactions non spéciﬁques que peuvent






NC - SL2 NC - SL3
Figure 2.8 – Comparaison des structures NC1-55-SL2 et NC1-55-SL3
A : Structure RMN du complexe NC1-55-SL2 (PDB code 1F6U) [119]. B : Structure
RMN du complexe NC1-55-SL3 (PDB code 1A1T) [118]. Le doigt de zinc N-terminal
est représenté en bleu, le doigt de zinc C-terminal en rouge. L’hélice 310 N-terminale
est représentée en mauve. Les tiges-boucles SL2 et SL3 sont représentées en bleu
cyan.
Néanmoins, certaines interactions de la NC avec des acides nucléiques sont
plus spéciﬁques. Les nombreuses études relatives à la ﬁxation spéciﬁque de la
NC à des séquences particulières d’acides nucléiques réfèrent essentiellement au
signal d’encapsidation Ψ. Celui-ci est constitué de quatre tiges-boucles (SL1,
SL2, SL3 et SL4) situées en aval du PBS (Figure 2.4). La ﬁxation de la NC
aux tiges-boucles SL2 et SL3 est très forte (Kd = 20 ✏ 30 nM pour une force
ionique physiologique), et plus importante que pour les tiges-boucles SL1 et
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SL4 (Kd = 100 ✏ 320 nM) [185]. Les structures de la NC liée aux tiges-boucles
SL2 et SL3 ont été déterminées par RMN en solution [118, 119]. La structure
du complexe NC-SL3 est représentée Figure 2.7 B. Dans cette structure, il
est intéressant de noter que chaque doigt de zinc réalise une poche hydrophobe
venant reconnaître une base guanine de la boucle d’ARN. Les résidus majeurs
formant ces poches hydrophobes sont les résidus aromatiques présents à la
deuxième position de chaque doigt de zinc (i.e. F16 et W37 - Figure 2.6)
ainsi que des résidus à chaîne latérale hydrophobe (i.e. I24 et M46). La partie
N-terminale, quant à elle, se structure en hélice 310 lors de ﬁxation à la tige
boucle et vient se loger dans le grand sillon de la tige d’ARN.
Même si le mode de reconnaissance de SL2 est très comparable, en ce qui
concerne chaque doigt de zinc, l’organisation globale du complexe NC-SL2 est
diﬀérente. En eﬀet, les doigts de zinc N- et C-terminaux adoptent une orienta-
tion relative diﬀérente, et l’extension N-terminale, bien que se structurant de
même en hélice 310, vient s’enchâsser dans le petit sillon de la tige [119]. La
comparaison des structures des deux complexes est présentée Figure 2.8. Ces
diﬀérences appuient le fait que la NC puisse reconnaître des séquences d’ARN
variées avec des aﬃnités comparables — la ﬂexibilité de la partie N-terminale
et du lien reliant les deux doigts de zinc lui conférant une grande adaptabilité.
Ces études structurales, en accord avec de nombreuses études par spec-
troscopie de ﬂuorescence [181, 182], montrent que ces doigts de zinc de type
CCHC, qui contiennent des résidus hydrophobes à des positions adéquates
forment une surface idéale de reconnaissance pour les résidus guanine des
boucles d’ARN. Il s’agit là d’un point important pour la compréhension des
Résultats des Chapitres 3 et 4.
Après avoir présenté les diﬀérents acteurs prenant part au processus de la
transcription inverse, nous pouvons maintenant aborder la description de son
déroulement, de l’initiation à la terminaison.
2.2 Déroulement de la transcription inverse
Initiation et synthèse de l’ADNc(✏) strong-stop
La polymérisation des désoxy-nucléotides est initiée à partir d’un complexe
dit de pré-initiation : l’hybride ARNtLys3 /ARN viral, l’ARNt
Lys
3 jouant le rôle
d’amorce. L’élongation de l’amorce s’arrête à l’extrémité 5➐ de l’ARN viral,
donnant ainsi naissance à l’ADNc(✏) strong-stop (Figure 2.9 ➀ et ➁). La
formation de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral est un phénomène complexe et
fera l’objet du Paragraphe 2.3.
Au cours de la polymérisation, la RT dégrade partiellement la matrice
d’ARN viral par son activité RNase H. Les fragments d’ARN encore hybridés
sont éliminés en ﬁn de synthèse de l’ADNc(✏) strong-stop par la RT. En eﬀet,
l’activité RNasique de la RT a lieu en deux temps qui correspondent à des acti-
vités endo- et exo-ribonucléasique, encore appelée polymérisation-dépendante
et polymérisation-indépendante.
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Le démarrage de la synthèse du brin (✏) se fait en deux étapes : initiation
et élongation [189]. Ces deux phases se distinguent par une processivité diﬀé-
rente de la RT. La synthèse d’ADN est dite processive lorsque la RT incorpore
plusieurs nucléotides sans se dissocier du complexe amorce/matrice. Elle est
dite distributive lorsque la RT se dissocie du complexe amorce/matrice après
l’addition de chaque nucléotide. Une vitesse de polymérisation (kpol) très supé-
rieure à la vitesse de dissociation (koff ) de la RT du complexe amorce/matrice
traduit donc une polymérisation de type processif. Par opposition, une poly-
mérisation de type distributif se traduit par un rapport kpol/koff inférieur à
1. L’étape d’initiation est ainsi distributive (kpol⑦koff ❅ 1), alors que l’étape
d’élongation est hautement processive (kpol⑦koff ◗ 1) [190, 191].
Transfert de l’ADNc(✏) strong-stop : premier transfert de brin
L’hypothèse du transfert de brin d’ADNc(✏) strong-stop vers l’extrémité
3➐ de l’ARNv génomique a été proposée, puis démontrée chez le virus de la
leucémie murine de Moloney [192], ceci après la découverte de formes circulaires
d’ADN proviral et d’une séquence répétée, la séquence R, en 5➐ et en 3➐ de
l’ARNv [193]. Bien que le premier transfert de brin ait uniquement besoin
de la RT comme facteur protéique viral, du moins in vitro, la NC semble
augmenter l’eﬃcacité de ce transfert de brin [171].
Etant donné la nature dimérique de l’ARN génomique viral, le transfert de
l’ADNc(✏) strong-stop à l’extrémité 3➐ de l’ADN génomique peut être intra-
ou inter-moléculaire. Même si les premières études ont été contradictoires, ce
transfert de brin semble bien être autant intramoléculaire qu’intermoléculaire
[194, 195].
Synthèse du brin d’ADNc(✏)
Selon que le premier transfert de brin est intra- ou inter-moléculaire, la
synthèse de l’ADNc(✏) se poursuit jusqu’au PBS ou jusqu’à l’extrémité 5➐
de l’ARN viral. Aussi, l’ARN génomique est dégradé dans son ensemble par
l’activité RNase H de la RT. Néanmoins deux séquences polypuriques, ou Po-
lyPurines Tracts (PPT), localisées respectivement en amont de la séquence U3
(3➐ PPT) et au centre de l’ARN viral (central PPT, cPPT) sont résistantes à
l’activité RNAse de la RT et subsistent donc à la ﬁn de la synthèse du brin
d’ADNc(✏) (Figure 2.9 ➂ et ➃).
Synthèse du brin d’ADNc(✔)
Ces fragments PPT non dégradés servent d’amorces à la synthèse du brin
d’ADNc(✔) [196–198]. La séquence 3➐ PPT donnant naissance au brin U(✔), et
la séquence cPPT, qui est la réplique exacte de la séquence 3➐ PPT, donnant
naissance au brin D(✔) (Figure 2.9 ➄).
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Figure 2.9 – Déroulement de la transcription inverse du VIH-1
➀ Initiation de la synthèse du brin (✏). ➁ Synthèse de l’ADNc(✏) strong-stop. ➂
Premier transfert de brin, ﬁn de la synthèse du brin d’ADNc(✏), dégradation de
l’ARN viral par la RNase H. ➃ Initiation de la synthèse du brin U(✔) à partir du
3➐ PPT. ➄ Synthèse de l’ADNc(✔) strong-stop jusqu’à la modiﬁcation m1A58 sur
l’ARNtLys3 (❺). Coupure de l’ARNt
Lys
3 par la RNase H. Initiation et synthèse du brin
D(✔) à partir du cPPT. ➅ Deuxième transfert de brin. Fin de la synthèse du brin
d’ADNc(✏). ➆ Terminaison de la synthèse du brin U(✔) au niveau du CTS. ➇ Fin
de la transcription inverse.
Second transfert de brin
L’ARNtLys3 amorce est rétrotranscrit jusqu’à la base modiﬁée m1A58 [172,
199, 200]. La modiﬁcation en position 1 de l’adénine empêche celle-ci de réaliser
un appariement canonique de type Watson-Crick. Celle-ci termine donc la
synthèse du brin d’ADNc(✔) par une séquence complémentaire au PBS du brin
(✏). Le domaine RNase H de la RT clive ensuite l’ARNtLys3 hybridé au PBS,
entre le nucléotide A76 et le nucléotide C75 [201]. Le brin U(✔) porte alors une
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extrémité 3➐ simple brin, complémentaire de l’extrémité 3➐ du brin d’ADNc(✏),
elle même complémentaire de la séquence PBS présente initialement sur l’ARN
viral. Un second transfert de brin peut donc avoir lieu entre ces deux séquences
complémentaires (Figure 2.9 ➅). Même si, comme pour le premier transfert
de brin, la RT est capable de catalyser à elle seule le deuxième transfert de
brin, il semblerait que la NC augmente l’eﬃcacité de celui-ci [172].
Terminaison de la transcription inverse
L’élongation du brin (✔) a lieu sur la matrice d’ADNc(✏) jusqu’à la séquence
cPPT, où elle se poursuit alors par un mécanisme appelé déplacement de brin,
jusqu’à ce que la RT atteigne la séquence de terminaison centrale (CTS) situées
80 à 100 nucléotides en aval du cPPT (Figure 2.9 ➆). Ce motif est très eﬃcace
pour interrompre l’élongation d’ADN par la RT du VIH-1.
A ce stade, la RT a synthétisé un ADN proviral double-brin ﬂanqué de deux
séquences répétées (Long Terminal Repeats - LTR), et qui contient un brin (✔)
discontinu en son centre (« le ﬂap »). Une endonucléase cellulaire coupe le brin
discontinu, et une ADN ligase permet d’obtenir un ADN double brin complet
sur toute sa longueur (Figure 2.9 ➇) [202]. L’ADN proviral est ensuite éven-
tuellement intégré dans le génôme par l’Intégrase (IN) du virus.
Tout ce mécanisme de réplication est conditionné par l’utilisation d’une
amorce initiale adéquate. Elle doit comme nous l’avons déjà vu être complé-
mentaire de la région du PBS de l’ARN viral, et posséder la modiﬁcation
m1A58 dans sa boucle TΨC. La formation de l’hybride ARNt
Lys
3 /ARN viral
est un phénomène relativement complexe qui nécessite des facteurs protéiques
viraux et qui est régulée par d’autres séquences de l’ARN viral. Ces diﬀérents
aspects seront détaillés dans le Paragraphe suivant.
2.3 Formation de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral
La formation de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral consiste en l’appariement
des 18 nucléotides du PBS à la séquence complémentaire formant l’extrémité 3➐
de l’ARNt amorce. Ceci implique deux réarrangements majeurs de l’ARNtLys3 :
– Un échange de brin durant lequel les hélices intramoléculaires formant
la tige acceptrice et la tige du bras T sont converties en une hélice inter-
moléculaire ARNt/PBS.
– L’ouverture de la structure tertiaire de l’ARNt, et en particulier la fusion
des nombreuses interactions entre les boucles TΨC et D.
Ce phénomène d’ouverture de la structure de l’ARNt, suivi d’un réappa-
riement des bases de celui-ci avec le PBS (Figure 2.10), même s’il conduit à
une structure globalement plus stable d’un point de vue thermodynamique ✏
puisque viennent au moins s’ajouter les interactions au niveau de l’extrémité
3➐ GCCA et au niveau des bases G59 et U60 de la boucle TΨC ✏ possède une
barrière d’activation élevée [203].
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Figure 2.10 – Structure de l’hybride entre l’ARNtLys3 et le PBS
Paires de bases entre l’ARNtLys3 (en noir) et le PBS (en rouge). 1 : Avant hybridation.
2 : Après hybridation.
Cette haute barrière d’activation fait que, in vitro, en présence seulement
d’ARN viral, l’ARNtLys3 ne s’hybride pas au PBS, du moins à température phy-
siologique [116]. Il a été montré que la formation de l’hybride était stimulée
par le domaine NC de Gag in vivo [169, 204] et que la protéine NC mature
présentait aussi cette activité de chaperonne in vitro [116, 168, 170, 203, 205].
Celle-ci augmenterait la vitesse d’hybridation de l’ARNtLys3 au PBS d’un fac-
teur 105 [203]. Il est aussi intéressant de noter que les complexes formés par la
NC ou par une hybridation à la chaleur semblent équivalent d’un point de vue
fonctionnel [206, 207].
Même si l’intervention de la NC (ou du domaine NC de Gag) dans ce pro-
cessus d’hybridation a toujours été un point d’accord de nombreuses équipes,
l’implication des diﬀérents sous-domaines de la protéine (doigts de zinc et ex-
tensions basiques) dans ce mécanisme de remodelage d’ARN, a quant à elle
été longtemps une source de divergence. En eﬀet, les diﬀérents groupes ont
utilisé des NC de diﬀérentes longueurs, provenant de diﬀérents isolats viraux,
et souvent des amorces ARNtLys3 produites par transcription, qui sont de ce
fait dépourvues de modiﬁcations post-transcriptionnelles, et sont donc intrin-
sèquement moins stables. Un consensus sur le rôle de la NC dans la formation
de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral semble toutefois émerger [117].
2.3.1 Hybridation de l’ARNtLys3 avec le PBS
Etant donné les facultés de la NC à permettre l’hybridation d’acides nu-
cléiques hautement structurés, il a tout d’abord été envisagé que la NC soit
capable de faire fondre les interactions secondaires et tertiaires de ces molé-
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cules [208]. Cependant, aucun eﬀet de désenroulement des hélices de l’ARNtLys3
n’a été observé en présence de NC seulement [114, 209, 210].
La délétion de courtes séquences contenant les résidus basiques de l’ex-
tension N-terminale conduit à une perte de l’activité de la NC [168]. Ainsi
les extensions N- et C-terminale ont tout d’abord été décrites comme suﬃ-
santes à l’activité d’hybridation in vitro [168, 205]. En parallèle, un variant
plus court de la NC, la NC12✏53, à laquelle il manque justement ces exten-
sions, a aussi été décrit comme permettant la formation de l’hybride [211]. De
plus, des mutations dans les doigts de zinc abolissent l’activité de la NC sur
le processus d’hybridation in vitro, suggérant ainsi un rôle direct des doigts
de zinc dans celui-ci [211–213]. Toutefois, d’autres études ont montré que la
structure des doigts de zinc n’était pas essentielle pour la formation de l’hy-
bride amorce/matrice [170]. Et des études de mutations in vivo, ont quant à
elles montré que la présence intacte des doigts de zinc était requise pour la
plupart des fonctions remplies par la NC [167, 212].
Malgré toutes ces divergences, un consensus semble émerger des études
récentes. Il est maintenant admis que les doigts de zinc sont nécessaires pour
une activité chaperonne optimale de la NC [116, 214, 215].
En l’absence d’une séquence complémentaire, la ﬁxation de la NC sur un
ARN n’entraîne que de petites variations de structure sur celui-ci. Néanmoins,
les zones de ﬁxations préférentielles de la NC sur l’ARNtLys3 peuvent se révéler
utiles à la compréhension du mode d’action de la NC. Il a été montré par
RMN que la NC12✏53 se ﬁxait préférentiellement à la tige acceptrice et au bras
D de l’ARNtLys3 , ainsi qu’au niveau des interactions tertiaires entre les boucles
TΨC et D [114]. L’extension basique N-terminale, ne modiﬁe pas l’empreinte
de ﬁxation de la NC, mais semble renforcer la ﬁxation [115].
En présence d’une séquence complémentaire, l’eﬀet déstabilisateur de la
NC sur les acides nucléiques entraîne cette fois-ci des changements radicaux
dans leur structure. Deux études récentes ont apporté des résultats complé-
mentaires qui ont permis d’expliquer bon nombre d’observations passées sur le
mécanisme d’hybridation entre l’ARNtLys3 et l’ARN viral. La première, menée
dans l’équipe de Karin Musier-Forsyth, a utilisé des expériences de clivage
au terbium et des études cinétiques [170, 203]. L’autre a été menée dans notre
laboratoire par spectroscopie RMN [114–116]. Il a ainsi été établi que l’hybri-
dation suit une loi cinétique bimoléculaire, ce qui implique que la formation
des premières paires de bases intermoléculaires ✏ ou nucléation ✏ soit l’étape
cinétiquement déterminante du processus [203]. La nucléation est précédée de
la fusion de quelques paires de bases au sein de l’ARNtLys3 (3✏4 pb) et est suivi
d’un échange de brin rapide avec le PBS, dont on peut envisager le fonctionne-
ment en imaginant celui d’une « fermeture éclair ». L’étude RMN montre que
la nucléation ne nécessite pas la présence de la NC, même si celle-ci facilite
fortement son apparition. La NC est dans tous les cas requise pour atteindre
l’hybridation complète avec le PBS [116, 203].
Un modèle de mécanisme, en accord avec les études cinétiques [203], a ainsi
pu être proposé par notre laboratoire [116]. Celui-ci est décrit à la Figure 2.11.












Figure 2.11 – Mécanisme de l’hybridation entre l’ARNtLys3 et le PBS
1 : L’ARNtLys3 est en noir, le PBS en rouge et la NC en vert. 2 : L’invasion de la
structure de l’ARNt amorce par l’ARN viral débute au pied de la tige acceptrice
et peut avoir lieu sans l’intervention de la NC. 3 : L’échange de brin se propage
ensuite le long de la tige acceptrice puis aux premières paires de bases du bras
T. La NC accélère ce réappariement, probablement par le biais d’une interaction
électrostatique non spéciﬁque. 4 : A ce stade, le cœur de la structure tertiaire de
l’ARNt persiste et constitue un verrou structural stable. La NC parvient à faire sauter
ce verrou structural, par l’intervention spéciﬁque de ses doigts de zinc. 5 : Hybridation
complète. Le mécanisme proposé est basé sur une étude RMN hétéronucléaire avec
l’ARNtLys3 marqué
15N et un PBS non marqué [116].
L’invasion de la structure de l’ARNt amorce par l’ARN viral débute au pied
de la tige acceptrice et peut avoir lieu sans l’intervention de la NC. L’échange
de brin se propage ensuite le long de la tige acceptrice puis aux premières
paires de bases du bras T. La NC accélère ce réappariement, probablement
par le biais d’interactions électrostatiques non spéciﬁques, car cette étape ne
nécessite pas l’intervention stricte de la NC et peut tout aussi bien être réa-
lisée grâce à un polycation tel que la poly-Lysine [116]. A ce stade, le cœur
de la structure tertiaire de l’ARNt persiste et constitue un verrou structural
stable. La NC parvient à faire sauter ce verrou structural, grâce à l’interven-
tion spéciﬁque de ces doigts de zinc, car cette étape ne peut être réalisée avec
la poly-Lysine. La NC intervient vraisemblablement en interagissant au niveau
2.3. Formation de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral 47
des interactions tertiaires entre les boucles TΨC et D qui « ferment » la struc-
ture de l’ARNt. L’intervention spéciﬁque de la NC permet d’atteindre l’état
d’hybridation complète entre l’ARNtLys3 et le PBS.
La seule diﬀérence entre les deux études [116, 203], réside dans le point de
nucléation entre l’amorce et l’ARN viral. L’équipe de Karin Musier-Forsyth
[203] propose en eﬀet que la nucléation ait lieu au niveau de l’extrémité 3➐ CCA
de l’ARNt. Cette partie de l’ARNtLys3 ne peut pas être observée par RMN
dans les expériences qui ont mené à la proposition du mécanisme précédent.
En eﬀet, dans les expériences RMN, la formation des paires de bases est suivie
par l’intermédiaires des protons iminos de l’ARNtLys3 marqué 15N. Les protons
iminos sont portés par les bases G et U. L’extrémité 3➐ CCA n’est donc pas
observable dans ce type d’expérience.
Des expériences complémentaires, dans lesquelles cette fois-ci le PBS a été
marqué 15N, ont été réalisées au laboratoire pour tenter de résoudre l’ambi-
guïté relative au site de nucléation. Cette étude a fait partie d’une publication
conjointe à mon travail de thèse et sera pour cela présentée parmi les Résul-
tats, au Chapitre 3.
Même si l’intervention de la NC ou du domaine NC de Gag a permis d’en-
visager des mécanismes expliquant l’hybridation entre l’ARNtLys3 et le PBS
[116, 203], certains points ne peuvent s’expliquer si l’on considère que la forma-
tion de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral ne fait intervenir que les 18 nucléotides
du PBS. En eﬀet, il existe une stricte spéciﬁcité d’usage de l’amorce ARNtLys3
par le VIH-1. Il n’a ainsi jamais été observé de mutant qui ait adopté un autre
ARNt comme amorce. De plus, les études cherchant à créer de tels mutants
en modiﬁant simplement la séquence du PBS pour la rendre complémentaire
d’un autre ARNt, ont toujours échouées [216–218]. Les virions produits par
des virus mutés dans le PBS présentent rapidement un génotype de révertant
vers la séquence du PBS sauvage (PBSLys3 ) [216]. Ceci peut paraître surpre-
nant, mais il est possible de former de tels virions en seulement un cycle de
transcription inverse, si l’amorce ARNtLys3 naturelle est utilisée face au PBS
muté. Ainsi, même si les deux types des virions sont tout d’abord produits
(sauvage et muté), comme la transcription inverse est beaucoup plus eﬃcace
avec l’amorce naturelle, les virions produits ﬁnissent rapidement par retrouver
la séquence naturelle PBSLys3 . Ceci montre clairement que le PBS n’est pas le
seul déterminant de spéciﬁcité de l’ARNt amorce.
2.3.2 Interactions additionnelles entre l’ARNtLys3 et l’ARN
viral
Aﬁn d’améliorer la compréhension du mécanisme de sélection exclusive de
l’amorce ARNtLys3 par le VIH-1, la recherche des déterminants de sélection
spéciﬁque de l’ARNt, autres que le PBS, a fait l’objet de nombreuses études.
Ces déterminants secondaires ont tout naturellement été envisagés comme des
contacts additionnels entre l’ARNtLys3 et l’ARN viral.
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Les modèles d’interactions additionnelles proposées par les diﬀérents groupes
ont là-encore été longtemps en relative contradiction. Ceci est venu essentielle-
ment du fait de l’utilisation de séquences d’ARN viral provenant de diﬀérents
isolats. Ainsi les premières études de structures du complexe ARNtLys3 /ARN
viral ont été eﬀectuées dans l’équipe de Roland Marquet sur l’isolat MAL
du VIH-1 [219–221]. Ces études ont mis en évidence une interaction entre une
boucle riche en A de l’ARN viral et la boucle riche en U de l’anticodon de
l’ARNtLys3 . D’autres études ont été menées sur les isolats de sous-type B du
VIH-1, qui prédomine largement en Europe occidentale et en Amérique du
nord, tels que HXB2 et NL4-3. Certaines de ces études, menées dans l’équipe
de Casey Morrow, ont semblé conﬁrmer l’importance de la boucle riche en
A dans les isolats HXB2/NL4-3 [222–227]. Alors que d’autres études, menées
dans l’équipe de Ben Berkhout, ne proposent aucun rôle notoire à la boucle
riche en A, mais ont en revanche identiﬁé une séquence en amont du PBS,
qui aurait la propriété d’activer l’initiation de la transcription inverse et qui a
pour cela été dénommée Primer Activation Signal ou PAS [228–232].
Les contradictions qui sont apparues entre les diﬀérentes équipes cherchant
à mettre en évidence les interactions additionnelles entre l’ARNtLys3 et l’ARN
viral proviennent vraisemblablement des diﬀérences de structure de la partie
PBS de l’ARN viral dans les diﬀérents isolats utilisés.
Domaine PBS des virus de sous-type A et B du VIH-1
Les sous-types A et B sont les plus utilisés dans la littérature. L’isolat MAL
est issu de recombinaisons entre virus de sous types A, D et I, tandis que les
isolats HXB2 et NL4-3 appartiennent au sous-type B. La région PBS de l’isolat
MAL correspond à celle des isolats de sous-type A.
Les diﬀérents isolats présentent de fortes homologies de séquence. Cepen-
dant de nombreuses mutations sont observées de part et d’autre de la région
PBS entre HXB2 et NL4-3 d’une part et MAL d’autre part. L’isolat NL4-3
présente 4 substitutions en aval du PBS par rapport à l’isolat HXB2. L’isolat
MAL diﬀère des isolats HXB2/NL4-3 par la présence d’une insertion de 23
nucléotides en aval du PBS, en plus de mutations ponctuelles. Cette insertion
résulte de la duplication d’une séquence comprenant une partie du PBS. Des
études de cartographie en solution, menées sur les ARN viraux des isolats MAL
[143, 220] et HXB2 [233–235], ont permis d’établir des modèles de structure se-
condaire du domaine PBS (Figure 2.12). Les diﬀérences observées au niveau
des séquences virales conduisent à des diﬀérences structurales importantes du
domaine PBS. La diﬀérence majeure entre ces deux modèles est la localisation
de la séquence riche en A, qui se situe dans une boucle apicale dans le cas de
l’isolat MAL et dans une boucle interne pour les isolats de sous-type B.
La boucle riche en A
L’interaction possible entre une boucle riche en A en aval du PBS (Figure
2.12) et la boucle riche en U de l’ARNtLys3 a été analysée en détail pour l’isolat
MAL du VIH-1. Cette interaction ARNt/ARNv a été proposée par modélisa-
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Figure 2.12 –Modèles de structure secondaire de l’ARN viral des isolats
MAL et HXB2 du VIH-1
A : Modèle de structure secondaire de l’ARN viral de l’isolat MAL du VIH-1 (nts
+123 à +218). La séquence de l’ARNv est en noir, sauf pour le PBS (en bleu) et pour
la boucle riche en A (en rouge). B : Modèle de structure secondaire de l’ARN viral
de l’isolat HXB2 du VIH-1 (nts +125 à +223). Le code couleur est identique à celui
de l’isolat MAL. La diﬀérence majeure entre ces deux modèles est la localisation de
la séquence conservée riche en A, qui se situe dans une boucle apicale dans le cas de
l’isolat MAL et dans une boucle interne pour l’isolat HXB2.
tion de structures d’ARN sur la base de cartographie en solution par sonde
chimiques et enzymatiques sur l’isolat MAL du VIH-1 [219, 221]. De plus,
cette interaction entre la boucle riche en A et l’anticodon de l’ARNtLys3 semble
stabilisée par les modiﬁcations post-transcriptionnelles de l’ARNt [219, 220].
Le rôle possible de cette interaction dans la transcription inverse a été gran-
dement discuté tant pour les isolats MAL que pour les isolats de sous-type B
(HXB2/NL4-3) [219, 222, 236–240]. Il a entre autres été montré que la délétion
de la boucle riche en A en amont du PBS aﬀectait grandement les phases d’ini-
tiation et d’élongation de la transcription inverse [189, 241], que cette délétion
aﬀectait la réplication des virus et que la séquence riche en A était restaurée
par les virus mutés lors de cultures de longue durée [241].
Le rôle de la boucle riche en A a aussi été grandement étudiée dans l’équipe
de Casey Morrow sur des isolats de sous-type B [222–227]. L’adaptation
simultanée du PBS et de la boucle riche en A, pour forcer l’utilisation d’un
autre ARNt amorce dans la transcription inverse, a été examinée in vivo. De
tels double-mutants présentent une capacité de réplication très réduite. Mais
des variants utilisant les amorces ARNtHis, ARNtGlu et ARNtLys1,2 ont pu être
sélectionnés sur des cultures de longue durée. Ceci venant bien évidemment très
fortement renforcer l’idée d’une interaction additionnelle entre la « boucle riche
en A » et l’anticodon de l’ARNt amorce, qui serait indispensable à l’initiation
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de la transcription inverse.
Cependant, des études plus récentes d’interactions par sondes chimiques
ont été réalisées in vitro et ex vivo sur les isolats HXB2/NL4-3. Ces études
révèlent que l’interaction entre l’ARNtLys3 et la boucle riche en A n’a pas lieu
dans ces isolats [242, 243]. Ainsi dans les double-mutants PBS/boucle riche
en A de l’équipe de Casey Morrow, l’interaction additionnelle entre l’an-
ticodon et la « boucle riche en A » doit plutôt compenser une contribution
négative introduite par l’utilisation d’une amorce non naturelle, que reﬂéter
une interaction présente dans le virus sauvage.
De plus, cette boucle riche en A n’est pas présente dans la région du PBS
chez certains Lentivirus qui utilisent l’ARNtLys3 comme amorce. Tout ceci sug-
gère que cette interaction entre la séquence riche en A et l’amorce ARNt n’est
pas conservée parmi les rétrovirus et qu’elle n’a lieu que dans certains sous-
type du VIH-1 dont la structure de la région du PBS correspond a celle de
l’isolat MAL, soit 14 % des isolats du VIH-1 [242]. Cette interaction semble en
tout cas très faible, du moins in vitro, puisque les paires de bases A-U entre
la boucle riche en A et l’anticodon de l’ARNtLys3 n’ont pu être observées par
RMN [116].
La séquence Primer Activation Signal
Une autre interaction additionnelle entre l’ARNtLys3 et l’ARN viral a été
proposé par l’équipe de Ben Berkhout. Celle-ci implique la séquence +123
à +130 de l’ARN viral, appelée PAS (Primer Activation Signal) et le bras
TΨC (nucléotides 48 à 55) de l’ARNtLys3 , appelée anti-PAS (Figure 2.13)
[228]. Cette séquence a tout d’abord été identiﬁée par l’analyse des capaci-
tés de réplication de virus mutés dans les régions ﬂanquant le PBS. Cette
séquence n’intervient pas sur l’hybridation de l’amorce au PBS, mais active
l’initiation de la transcription inverse, puisqu’il a été montré qu’elle facilitait
l’incorporation du premier nucléotide en 3➐ de l’ARNt [228]. La séquence PAS
est en quelque sorte « cachée » dans une hélice intramoléculaire de l’ARN viral
(Figure 2.13). Des mutations sur l’autre brin de l’hélice, empêchant la forma-
tion de celle-ci, augmente l’eﬃcacité de l’initiation de la transcription inverse,
probablement parce qu’elles favorisent l’accessibilité à la séquence PAS. Cette
séquence PAS jouerait donc un rôle régulateur à la fois positif et négatif sur la
transcription inverse.
Deux interactions semblables ont été proposées. Elles impliquent respecti-
vement le bras TΨC de l’ARNtTrp et l’ARN viral du virus du sarcome de Rous
(RSV) [244], et le bras TΨC de l’ARNtLys3 et l’ARN viral du VIH-2 [245]. De
plus des études phylogénétiques semblent indiquer que cette interaction soit
conservée chez tous les rétrovirus [246, 247].
Un point important venant conforter l’idée selon laquelle la séquence PAS
jouerait un rôle majeur dans l’initiation de la transcription inverse, est le fait
que l’on puisse changer la spéciﬁcité d’usage de l’amorce ARNt en combinant
les mutations des séquences PBS et PAS. Le changement d’amorce, pour les
ARNtLys1,2 , a ainsi été possible in vitro et in vivo sur des mutants d’ARN viral
présentant un changement conjoint des séquences PBS et PAS [228–230, 246].




































































































































Figure 2.13 – Modèle de l’interaction PAS/anti-PAS
A : Structure secondaire autour du PBS de l’ARN viral de HXB2 (nts +121 à +127).
Mise en évidence des séquences PBS en bleu et PAS en rouge (nts +123 à +130). B :
Structure secondaire de l’ARNtLys3 . Mise en évidence des séquences anti-PBS en bleu
et anti-PAS en rouge (nts +48 à +55). C : Appariements proposés pour l’interaction
PAS/anti-PAS.
Il ressort des études de l’équipe de Ben Berkhout, que la séquence PAS
est une séquence régulatrice de l’initiation de la transcription inverse, qui peut
être activée ou inhibée par des mutations de la séquence PAS, selon que celles-ci
renforcent ou aﬀaiblissent l’interaction avec l’amorce ARNt. De plus, la trans-
cription inverse du VIH-1 sauvage semble être inhibée par la localisation de la
séquence PAS dans une structure secondaire stable. L’activation de l’amorce
nécessiterait ainsi un réarrangement structural de l’hybride ARNtLys3 /ARN vi-
ral aﬁn d’établir l’interaction PAS/anti-PAS. Ce changement conformationnel
pourrait impliquer l’activité chaperonne de la NC et jouer un rôle dans le bon
déroulement temporel de la transcription inverse [232].
Bien que de nombreux résultats viennent conforter l’importance de la sé-
quence PAS sur l’initiation de la transcription inverse [248, 249], l’interaction
directe PAS anti-PAS n’a pas été mise en évidence par des techniques de sondes
chimiques, tant in vitro qu’ex vivo [235, 243]. De ce fait, l’importance de la sé-
quence PAS sur l’initiation de la transcription inverse reste toujours contestée.
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Chapitre 3




3.1 Problématique et résumé de l’Article 1
Les travaux antérieurs réalisés au laboratoire par Carine Tisné [114–116]
ont permis de proposer un mécanisme détaillé du processus d’hybridation de
l’ARNtLys3 avec le PBS (Figure 2.11). Cette étude laissait ouverte deux ques-
tions non résolues — à savoir d’une part l’ambiguïté persistante quant au site
de nucléation entre le PBS et l’ARNt amorce — et d’autre part l’implication
précise de la protéine de nucléocapside dans l’étape cruciale d’ouverture de la
structure de l’ARNtLys3 .
En ce qui concerne le site de nucléation, une apparente contradiction exis-
tait entre les travaux menés au laboratoire par RMN et ceux réalisés par
l’équipe de Karin Musier-Forsyth [170, 203]. L’équipe de Karin Musier-
Forsyth propose en eﬀet que la nucléation ait lieu au niveau de l’extrémité
3➐ CCA de l’ARNt. Alors que les travaux de Carine Tisné suggèrent que la
nucléation ait lieu au pied de la tige acceptrice.
Le point de nucléation a été observé sur la base d’expériences RMN hétéro-
nucléaires dans lesquelles un seul des partenaires (i.e. l’ARNtLys3 ) est marqué
15N, l’autre (i.e. le PBS) n’étant pas marqué. Etant donné que seuls les protons
iminos des bases G et U appartenant au partenaire marqué sont observables
dans ce type d’expérience, si le point de nucléation a bien lieu au niveau de
l’extrémité 3➐ CCA de l’ARNt, ceci ne pouvait être observé. Aﬁn de réconci-
lier les deux études, l’expérience réciproque dans laquelle cette fois le PBS est
marqué 15N et l’ARNtLys3 ne l’est pas a été réalisée et a permis de montrer
que la nucléation avait lieu à la fois au niveau de l’extrémité 3➐ CCA et au
niveau du bras TΨC, c’est à dire aux deux extrémités de la séquence venant
s’apparier avec le PBS.
Même si l’implication de la protéine de nucléocapside dans l’ouverture de
la structure de l’ARNt amorce ne fait aucun doute, les bases moléculaires
de son intervention restaient inconnues. En eﬀet, l’interaction entre la NC et
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l’ARNtLys3 a été décrite comme non spéciﬁque, puisqu’il existe plusieurs sites de
ﬁxation de la NC sur l’ARNtLys3 et que les paramètres de liaison sont fort peu
dépendants de l’ARNt choisi [183]. Cependant la structure de l’ARNt amorce
est fortement modiﬁée au cours du processus d’hybridation. Par exemple, les
interactions tertiaires entre les boucles TΨC et D sont rompues dans l’hybride
ﬁnal. Ainsi l’étude des propriétés de ﬁxation de la NC sur diﬀérents fragments
de l’ARNtLys3 pourrait mettre en évidence des sites de ﬁxation forts et spéci-
ﬁques, mais dont les motifs de reconnaissance sont cachés dans la structure
native de l’ARNt et qui n’apparaissent qu’au cours de la formation de l’hy-
bride.
Nous avons donc étudié par spectroscopie de ﬂuorescence et par RMN l’in-
teraction entre la NC et diverses tiges-boucles d’ARN mimant le bras TΨC ou
le bras D de l’ARNtLys3 . Nous avons ainsi mis en évidence un site de ﬁxation
fort et spéciﬁque de la NC au niveau du bras D de l’ARNtLys3 . 1 La mise en
évidence de cette interaction permet d’envisager l’implication précise de la NC
dans la formation de l’hybride ARNtLys3 /PBS. Elle facilite le transfert de brin
grâce à son extension N-terminale basique. Elle permet ensuite l’ouverture de
la structure tertiaire de l’ARNt en venant piéger le bras D de l’ARNtLys3 . Cette
interaction ne risque pas d’interférer avec le processus d’hybridation propre-
ment dit puisque le bras D n’y participe pas. On peut aussi raisonnablement
penser que cette interaction déplace l’équilibre vers la formation de l’hybride
en venant contrebalancer la perte des interactions tertiaires qu’eﬀectuaient les
bases de la boucle D dans l’ARNt natif.
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1. Kd = 30 nM à 100 mM NaCl. De plus, celui-ci est insensible à la force ionique entre
25 mM et 100 mM NaCl
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Abstract
HIV-1 reverse transcriptase uses the host tRNA3
Lys as a primer for the synthesis of the minus DNA strand. The first event in viral replication is
thus the annealing of tRNA to the primer binding site (PBS) in the 50 UTR of the viral RNA. This event requires a major RNA rearrangement
which is chaperoned by the viral NC protein. The binding of NC to nucleic acids is essentially non-specific, however, NC is known to bind
selectively to hairpins located in the 50 region of the viral RNA. In a previous study, using an NMR approach in which the reaction is slowed
down by controlling temperature, we were able to follow details in this RNA unfolding/refolding process and to uncover an intermediate state.
We showed that annealing initiates at the junction between the acceptor and the TJC stems, and that, at physiological temperature, complete
annealing is reached only in the presence of NC, probably when the zinc fingers contact the TJC/D loops.
In the present work, we have refined our model of the formation of the tRNA3
Lys/PBS duplex. First, we show that annealing can initiate both
from the single-stranded CCA 30-end bases of the acceptor stem and from the bases in the TJC stem. Secondly, by NMR and fluorescence
spectroscopy, we have studied the complex between the NC protein and RNA hairpins that mimic the D and T arms of the tRNA3
Lys. Interestingly,
the NC protein shows strong and specific binding to the D arm of tRNA3
Lys, which could explain the overall annealing mechanism.
! 2007 Elsevier Masson SAS. All rights reserved.
Keywords: HIV; Reverse transcription; tRNA3
Lys; Nucleocapsid; NMR
1. Introduction
In retroviruses, initiation of reverse transcription is primed
by a cellular tRNA that is encapsidated inviral particles. tRNA3
Lys
is the natural primer of all immunodeficiency viruses, including
the type 1 human immunodeficiency virus (HIV-1) [1e3]. The
HIV-1 nucleocapsid protein (NC) is a short, basic, nucleic
acid binding proteinwith two zinc finger domains, each contain-
ing the invariant CCHC metal-ion binding motif. The mature
protein (55 amino acid residues) is produced by proteolytic
cleavage of the Gag precursor and is found in the interior of
the virus particle, where it is tightly associated with genomic
RNA. NC or the NC domain in Gag is involved inmultiple func-
tions during the virus replication cycle, including genomic RNA
packaging, primer placement on viral RNA, reverse transcrip-
tion, and integration.Many of these functions rely on the nucleic
acid chaperone activity of NC, i.e. its ability to catalyse nucleic
acid conformational rearrangements that lead to the most ther-
modynamically stable structure (for recent reviews [4e6]).
In a previous study [7], we were able to observe the progres-
sive formation of the HIV-1 reverse transcription initiation
complex using heteronuclear NMR of RNAeRNAeprotein
complexes under controlled temperature conditions. In particu-
lar, we have identified a nucleation site, at the end of the acceptor
stem,where the viral RNA starts invading the tRNA3
Lys structure.
In addition, we were also able to characterize the different roles
of the nucleocapsid protein during the formation of the initiation
Abbreviations: BME, 2-mercaptoethanol; HIV, human immunodeficiency
virus; HSQC, heteronuclear single quantum correlation; NC, nucleocapsid;
PBS, primer binding site; TROSY, transverse relaxation optimized
spectroscopy.
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complex. In our model, the viral NC protein plays a key role by
‘‘unlocking’’ stable 3D structure of the primer tRNA through
specific interaction with the D/TJC loops. Therefore, at the
end of this study, the question of the involvement of the 30-end
unpaired CCA bases of tRNA3
Lys primer in the annealing process
was still open. In addition, the mechanism of the specific 3D
structure opening was still not clearly understood.
In the present report, we show that the annealing can pro-
ceed from two starting points in the tRNA3
Lys primer, one at
the beginning of the acceptor stem and the second at the end
of the T stem. Both sites can be used by the viral RNA to begin
its annealing with the 18 complementary bases of tRNA3
Lys ac-
ceptor and T stems. The presence of NC protein is not neces-
sary at this step, at least in vitro, but is essential to open the 3D
structure of tRNA. The melting of the interaction at the level
of the D/TJC loops that locks the structure of the tRNA is
possible through a specific interaction between the D loop
and the NC protein.
2. Materials and methods
2.1. Samples
The PBS (18 nucleotides) was 15N-labelled on its guanine
nucleotides by in vitro transcription from an oligonucleotide
template containing a 20-O-methyl-G in position 2 (DNA tem-
plate: 50-G(20OmeG)TCCCTGTTCGGGCGCCACTATAGTG
AGTCGTATT-30) [8]. Labelled nucleotides were purchased
from Spectra Gases Inc. The 20 nucleotides RNA obtained
was then purified by electrophoresis. After electroelution and
ethanol precipitation, the RNA was resuspended, micro-
dialysed against a first buffer (10 mM sodium phosphate,
pH 6.4) and then against a second buffer (2 mM sodium phos-
phate, pH 6.4) and freeze dried. The NMR sample (0.2 mM)
was finally prepared by dissolving in 300 mL H2O containing
10% 2H2O
The recombinant 55-residue NC protein (HIV-1 strain NL4-
3) was overexpressed from the bacterial expression vector
pRD2, which contains the NC coding region from HIV-1 strain
NL4-3 subcloned into pET-3a (Novagen, WI). This plasmid
was kindly given by M.F. Summers group [9,10]. pRD2 was
transformed into Escherichia coli strain BL21(DE3) pLysE
and the overexpressed protein was purified as previously de-
scribed [9,10].
The small RNAs oligonucleotides (Fig. 2) were purchased
from Dharmacon Research with 20-O-bis (acetoxyethoxy)-
methyl (ACE) protection. The samples were deprotected by
following manufacturer recommendations and dialysed several
times against deionized water. The pH was adjusted between 6
and 6.5 before freeze-drying.
Human tRNA3
Lys was expressed in vivo from a recombinant
plasmid and purified as previously described [11].
2.2. Fluorescence titrations
Fluorescence measurements were performed at 30.0 "C
on a JASCO spectrofluorimeter. Excitation and emission
wavelengths were 295 nm and 345 nm, respectively. The exci-
tation and emission bandwidths were 5 nm.
Fluorescence titrations experiments were performed by
adding increasing concentrations of nucleic acid to a fixed
amount of NC protein (1 mM) in buffers with different ionic
strength (25 mM Na-acetate pH 6.5, 0.1 mM BME, 0.1 mM
ZnCl2 for two salt concentrations, 25 mM and 100 mM NaCl,
respectively). Fluorescence intensities were corrected for
dilution and were fitted using Eq. (1) assuming that the n bind-
ing sites on the protein are totally independent and have the
same dissociation constant Kd. Confidence limits on the Kd
were estimated by Monte-Carlo sampling using the MC-Fit
program [12].












where I0, fluorescence intensity without RNA; I, fluorescence
intensity at a given concentration of RNA; I
N
, fluorescence in-
tensity at the plateau; n, number of RNA binding sites on the
protein; Lt, total concentration of RNA, Nt, total concentration
of protein.
2.3. NMR Spectroscopy
NMR data were recorded on a Bruker Avance DRX600
spectrometer equipped with a standard triple resonance probe
and z-axis gradients, processed with NMRPipe/NMRDraw
[13] and analyzed with SPARKY (T.D. Goddard and D.G.
Kneller, SPARKY 3, University of California, San Francisco).
The formation of the tRNA3
Lys/PBS duplex was followed in
a 1He15N TROSY experiment [14] carried out with 256 t1 in-
crements and 1024 t2 data points. The spectral widths were
4194 Hz and 700 Hz in the proton and the nitrogen dimen-
sions, respectively. Assignments of imino groups of the
tRNA3
Lys/PBS duplex were previously performed [7].
Footprint experiments of small RNAs on the uniformly
15N-labelled NC protein were performed using echo-anti
echo HSQC experiments [15] at 30 "C, at a concentration of
0.5 mM of each species in NMR buffer (25 mM Na-d3-acetate
pH 6.5, 25 mM NaCl, 0.1 mM BME, 0.1 mM ZnCl2, 10%
2H2O). Each partner was prepared at a concentration of about
2 mM in NMR buffer, and the required volumes of each sam-
ple were mixed together, immediately vortexed and incubated
at 30 "C for 30 min before NMR data acquisition.
Assignment of NC amide cross-peaks was determined us-
ing standard 15N-based strategy.
3. Results and discussion
3.1. Where are the nucleation sites for tRNA3
Lys/PBS
duplex formation?
In a previous study [7], we showed that the melting process
starts at the junction between the acceptor and T stems, at the
1205P. Barraud et al. / Biochimie 89 (2007) 1204e1210
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level of weak AU and GU base pairs which can be easily dis-
rupted and hence allow subsequent invasion of the tRNA3
Lys
structure by the viral RNA. However, our experimental ap-
proach, which relied on the NMR observation of imino pro-
tons, did not allow observation of PBS binding to the
unpaired 30-end of the tRNA, since the imino protons of the
first three base pairs are carried by the viral RNA and only
tRNA3
Lys was 15N-labelled. To further describe the very first
event in the tRNA3
Lys/PBS annealing, we have thus performed
the reciprocal experiment where, this time, the PBS is 15N-la-
belled and the tRNA is unlabelled. The annealing process is
then followed by monitoring the imino groups of the PBS
(Fig. 1) for which the assignment of proton NMR signals
was already performed [7]. Fig. 1b shows the first base pairs
that are stable enough to be observed in TROSY experiment,
namely G183 and G194. The imino group signals of the free
PBS are still mostly present, and only a small part of the PBS
has begun to anneal to tRNA3
Lys. In addition, after 2 h at
25 "C, in one-dimensional 1H spectrum where we can further
observe non-labelled signals and more labile protons, the sig-
nals of U64, U66, G180, G192 and G193 in the duplex can be
observed (Fig. 2b) and are rather broad, explaining that G192
and G193 are not yet observed in the TROSY spectrum
(Fig. 1b). In addition, in NOESY experiment carried out at
25 "C, the NOE connections between U64 and G192, and be-
tween G192 and G193 are unambiguously observed (data not
shown). After heating to 70 "C and cooling back to 15 "C
(Fig. 1c), all guanine signals corresponding to the duplex
are present in TROSY experiment and their chemical shifts
are identical to those previously assigned through a NO-
ESY/TROSY strategy [7].
This shows that two distinct parts of tRNA3
Lys are used
by the viral RNA to grip its reverse transcription primer:
G183 and G194, respectively, contact C72 and C61 on
tRNA3
Lys, at either end of the acceptor stem. This result rec-
onciles apparently conflicting data, ours [6] and those of
Hargittai et al. [16], which suggested two different initiation
sites for annealing, either the centre of the cloverleaf struc-
ture or the 30-end unpaired bases of the primer tRNA. Our
current data indicate that apparently both sites are being
used for annealing. It remains to be established whether
the same viral RNA molecule can simultaneously invade
the tRNA acceptor stem from both ends or whether some
initiate at center of the tRNA while others ‘‘zip-in’’ from
the 30-end, in a statistical manner. Interestingly, within the
tRNA3
Lys tertiary structure [17], C72 and C61 are distant
from each other by 11 nucleotides, i.e. exactly one A-helix
turn apart and are thus located on the same side of the
tRNA acceptoreTJC helix, i.e. in a favourable orientation
for simultaneous invasion.
3.2. NC protein binds specifically to the D arm of
tRNA3
Lys
We have previously shown that the presence of NC protein
is necessary to promote the complete melting of the TJC/D
loopeloop interaction that is required to obtain a full anneal-
ing [7] of tRNA3
Lys on the PBS. Indeed, the NMR signals of the
T54 and J55 N3H that make hydrogen bonds with A58 base
and phosphate, respectively, are conserved until the later
stages of the annealing process. Heating to 80 "C in the ab-
sence of NC or NC-mediated annealing at 37 "C is required
to destroy these interactions. This activity is nucleocapsid-spe-
cific and cannot be reproduced using poly-L-lysine, suggesting
that the zinc knuckles could play an important part in this es-
sential step of the viral cycle. This also strongly suggested that
there existed an NC-specific binding site in the TJC/D loop
region of the primer tRNA3
Lys. To investigate this hypothesis,
we have studied the interaction of the NC protein with RNA
hairpins mimicking the D and the T arms (Fig. 3) by NMR
and fluorescence spectroscopy. Indeed, the multiplicity of
NC binding sites on tRNA3
Lys rendered analyses using the
full length molecule intractable, even when stringency was
raised by increasing salt concentration (data not shown).
This is a result of the binding dynamics, as we previously
showed that the NC protein slides from one site to another
[18]. Reducing the target RNA length prevents this process.
Binding assays to the various RNA using the intrinsic fluores-
cence of NC tryptophan 37 are summarized in Table 1. As
a reference, the same experiments were also carried out on
the SL3 HIV-1 genomic packaging signal that makes specific
interaction with NC [9]. As previously described for packag-
ing domain loops of HIV-1 RNA [19e21], tightly bound
RNA quenched nearly all the fluorescence of NC. The NMR
and fluorescence analyses were initially performed at 25 mM
NaCl, i.e. conditions similar to those used by Summers and
co-workers to resolve the NMR structure of the SL3/NC com-
plex [9]. Ionic strength was then increased to investigate the
binding specificity. TJC hairpin bound to NC, however, in-
creasing salt concentration strongly destabilised this interac-
tion (Fig. 4d and Table 1). We also tested TJC hairpins of
alternate lengths (15 and 21 nucleotides) to investigate
whether the number of NC binding sites or the stability of
the T stem could play a role. The dissociation constant in-
creased by a factor of two when the hairpin size was shortened
from 21 nucleotides to 15 (Table 1). Longer stems thus im-
prove the affinity and also increase the apparent number of
NC binding sites. One can notice that the stoechiometry at
low salt concentration for TJC2 (Table 1) is quite unusual,
but it was previously showed that non-specific interactions at
low ionic strength between highly charged RNA molecule
and NC can bias the number of binding site [21].
In contrast to what is observed with the TJC hairpins, NC
binding to the D arm was tighter and much less sensitive to the
salt concentration (Fig. 4d). This behaviour is in line with what
was observed for the specific binding of NC to the SL3 hair-
pin, for which a similar affinity and salt independence are
seen (Table 1). All these results show that the NC specifically
binds to the D arm, whereas binding to the T arm is weaker
and dominated by electrostatic effects, as evidenced by the
salt dependence.
This different behaviour in NC binding of these two hair-
pins is observable in the corresponding NMR footprints on
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15N-labelled NC, even at 25 mM NaCl. At this ionic strength,
the dissociation constant for the NC binding on T arm only dif-
fer from that on the D arm by a factor two. On the NMR spec-
tra (Fig. 4a and c), only half of amide peaks are observed for
the T footprint. This is typical of chemical exchange in the
msems time scale, where NMR signals can disappear due to
severe line broadening [22]. This is not surprising as it is
known that the binding of NC on nucleic acids is very dynamic
and NC is mobile on them especially when the binding is not
specific. Contrary to the T arm, approximately 40 amide cross-
peaks are still observed for the D arm. That means, chemical
exchange reaches almost the slow exchange regime, which is
characteristic of tight binding. As previously described for
the interaction with the packaging sequence [9,23], the NC
Fig. 1. (a) Secondary structure of the PBS (left), TROSYexperiment of the 15N-PBS alone at 15 "C (right). (b) Secondary structure of tRNA3
Lys/PBS complex (left):
in black, base pairs for which the imino groups is observed in TROSY experiment, in pink, base pairs for which the imino proton is observed in the 1D spectrum,
TROSY experiment of a 1/1 tRNA3
Lys/15N-PBS at 15 "C after heating the sample to 25 "C (right). Gx cannot be assigned and probably belong to an intermediate
structure. (c) Secondary structure of tRNA3
Lys/PBS complex (left), TROSY experiment at 15 "C after heating the sample to 70 "C (right).
1207P. Barraud et al. / Biochimie 89 (2007) 1204e1210
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structure is significantly modified upon RNA binding and the
NMR spectrum of the complex needs to be completely re-as-
signed. Taken together, these fluorescence and NMR observa-
tions indicate that there exists a specific binding site
of NC on tRNA3
Lys in the TJC/D core and it is located in
the D hairpin.
Based on both fluorescence and NMR structural studies
performed to date [9,19e21,23], it appears that the CCHC-
type zinc knuckle domains of NC contain specifically posi-
tioned hydrophobic residues that form an ideal binding surface
for exposed G residues within nucleic acid sequences. More
accurately, stacking interactions between Phe16 in the N-ter-
minal finger and Trp37 in the C-terminal zinc finger and
nucleic acid bases have been detected by fluorescence
spectroscopy and have been proposed to be a major driving
force for NC-nucleic acid interactions [19,24]. Indeed, NMR
structures of SL2/NC and SL3/NC complexes [9,23] show
close interactions between Phe16 and Trp37 and guanine res-
idues in single-stranded regions of SL2 and SL3 RNAs. In
addition to the preferential binding of NC’s zinc fingers to the
single-stranded hairpin loop regions, the cationic N-terminal
domain of NC binds to the double-stranded stem of the
hairpin. From these data, the NC’s zinc fingers are likely to
interact with the guanine residues in the D loop whereas the
N-terminal residues would interact with the D stem. The D
loop contains three guanine nucleotides (G15, G18 and G19)
whereas the T loop contains only one (Fig. 3). G15 makes
a base pair with C48 and is rather buried within the 3D struc-
ture of tRNA3
Lys [17]. G19 makes a rather weak base pair with
C56, as two alternate conformations are observed in the crystal
structure and, as a consequence of this mobility, could be read-
ily accessible to interactions with NC. G18 makes a hydrogen
bond with J55 (O6) and interestingly, the presence of NC in
the annealing process is required to induce disappearance of
theJ55 (N3H) signal. Moreover, bases 16, 17 and 20 that sur-
round G18 and G19 are completely exposed to the solvent that
render nucleotide in the D loop easily accessible. Therefore,
within the D loop, G18 and G19 appear as likely candidates
as being part of the specific NC binding site. Moreover, in
the context of the annealing process between the PBS and
the primer tRNA3
Lys, it makes more sense to bind to the D
loop rather than the TJC loop, where the annealing to the
PBS is taking place.
4. Conclusion
In this paper, the use of selective labelling of the primer
binding site allowed us to characterize the nucleation points
of the annealing process between the PBS and the tRNA3
Lys.
Moreover, we used small hairpins to mimic the D and T
arms of tRNA3
Lys to determine the specific role of NC in the
formation of tRNA3
Lys/PBS duplex recognized by the HIV re-
verse transcriptase. Studying separate hairpins cannot obvi-
ously mimic the entire tRNA, in particular at the level of the
TJC/D loops interaction. However, in the annealing process,
there is a step where the TJC/D loops interaction are broken
and where the NC protein plays a crucial role. NC will thus
pull the equilibrium toward the ‘‘open state’’ by stabilising
it. In this context, the study of separate hairpins makes perfect
sense, since they are likely to be an intermediate state in the
unfolding pathway. We previously demonstrated that unless
Fig. 2. One-dimensional proton NMR spectra at 15 "C: (a) just after the mix-
ture between tRNA3
Lys and the PBS, (b) after heating the sample for 2 h at
25 "C and cooling it back to 15 "C to recorder the spectrum, (c) after heating
the sample to 70 "C and cooling it back to 15 "C.
Fig. 3. Secondary structures of tRNA3
Lys and of hairpins that were designed to
mimic tRNA3
Lys D and T arms. The hairpins that mimic tRNA3
Lys T arm carry
the T and J base modifications whereas the D hairpin is not modified.
1208 P. Barraud et al. / Biochimie 89 (2007) 1204e1210
3.2. Article 1 | Barraud et al. Biochimie (2007) 59
Table 1
Binding Parameters of NC55 to RNAs stem-loop measured by fluorescence spectroscopy titration
Ionic strength 25 mM NaCl 100 mM NaCl
RNA RNA length Kd
a (nM) nb Qmax
c (%) Kd
a (nM) nb Qmax
c (%)
D 16 33 (25e37) 1.1 ('0.1) 98 ('1) 28 (28e35) 1.0 ('0.1) 96 ('1)
TJC 17 61 (55e68) 1.2 ('0.1) 88 ('1) 301 (272e319) 1.0 ('0.1) 90 ('1)
SL3 20 20 (20e27) 1.0 ('0.1) 99 ('1) 12 (11e15) 1.0 ('0.1) 97 ('1)
TJC1 21 19 (11e22) 2.0 ('0.1) 92 ('2) 87 (85e88) 1.6 ('0.1) 92 ('1)
TJC2 15 46 (44e53) 0.6 ('0.1) 92 ('1) 379 (335e389) 0.9 ('0.1) 90 ('1)
a The dissociation constant Kd is indicated with the 96% confidence interval in parenthesis.
b Number of sites for NC55 on the RNA stem-loop.
c Maximum extent of fluorescence quenching.
Fig. 4. HSQC experiments at 30 "C of 15N-labelled NC with the D (a) and TJC2 (c) hairpins, in blue the reference spectrum and in red the spectrum of the
equimolar 1/1 mixture. Fluorescence titrations of NC protein/D hairpin (b) and NC protein/TJC2 hairpin (d) obtained by adding increasing concentrations of
nucleic acid to a fixed amount of NC protein (1 mM) in buffers with two ionic strength: 25 mM and 100 mM NaCl.
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NC is added to the primerePBS mixture, complete melting of
tRNA3
Lys cannot be obtained. The specific interaction between
NC and the D loop that we observed here could be the key fac-
tor driving the unfolding process, thereby allowing complete
annealing of tRNA3
Lys to the PBS. The NMR structure determi-
nation of the NC protein/D hairpin complex is under investiga-
tion and should provide useful information on the NC-
mediated annealing process of tRNA3
Lys and on the design of
anti-NC or anti-annealing drugs.
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Chapitre 4
Etude par RMN du complexe
NC/bras D de l’ARNt
Lys
3
Le travail décrit dans le Chapitre 3 nous a permis de mettre en évi-
dence une interaction forte et spéciﬁque entre la NC du VIH-1 et le bras D de
l’ARNtLys3 . Aﬁn d’appréhender ﬁnement les bases moléculaires de cette inter-
action, à l’échelle atomique, nous avons entrepris de résoudre la structure du
complexe NC/bras D par RMN en solution.
L’étude précédente nous a aussi montré que les paramètres de liaison de
la NC pour les tiges-boucles d’ARN étaient assez fortement dépendantes de la
longueur de la tige d’ARN. Ceci avait été observé pour le bras T de l’ARNtLys3 ,
mais cette étude n’avait pas été menée pour le bras D. Nous avons donc ensuite
entrepris une étude plus approfondie de l’inﬂuence de la longueur du bras D aﬁn
d’optimiser celle-ci en vue de l’étude du complexe par RMN. Des expériences
HSQC 1H–15N de la NCmarquée 15N en complexe avec des bras D de diﬀérentes
longueurs ont ainsi été enregistrées car elles constituent une bonne signature
du « comportement RMN » de le protéine au sein du complexe.
4.1 Première approche
4.1.1 Spectre HSQC et signature de la protéine
Le spectre HSQC 1H–15N d’une protéine est une bonne signature de son état
d’organisation tridimensionnelle. Dans une expérience HSQC 1H–15N, chaque
acide aminé de la protéine donne un pic de corrélation correspondant à la
fonction amide de la chaîne principale. Quelques acides aminés (Q, N et W)
donnent naissance à des signaux supplémentaires issus des chaînes latérales.
Ceux-ci sont généralement facilement identiﬁables, soit par leur déplacement
chimique (H indole des tryptophanes), soit par la forme des pics (amides ter-
minaux des glutamines et asparagines). De plus le degré de dispersion des
déplacements chimiques des protons amides est un bon indicateur de l’état de
repliement de la protéine. Un spectre HSQC constitue donc en quelque sorte
« l’empreinte digitale » ou la signature de la protéine.
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L’attribution de la NC libre a été réalisée à l’aide des expériences à 3 di-
mensions NOESY–HSQC 1H–15N et TOCSY–HSQC 1H–15N, à 10 ℃ selon
la méthode classique d’attribution séquentielle des protéines simplement mar-
quées 15N [250, 251], simple adaptation à 3 dimensions de la méthode d’attri-
bution des protéines non marquées [252]. Celle-ci a été eﬀectuée à 10 ℃ car
à plus haute température (25–30 ℃), les signaux correspondant à la partie
N-terminale (résidus 1 à 13) deviennent très peu intenses voir inobservables
sur les spectres. Le bilan d’attribution de la NC est présenté à la Figure 4.1.
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Figure 4.1 – Bilan d’attribution de la NC1-55
Bilan d’attribution des protons amides sur le spectre HSQC de la NC1-55 marquée
15N. L’attribution a été réalisée à 10 ℃ à partir des expériences à 3 dimensions
NOESY–HSQC 1H–15N et TOCSY–HSQC 1H–15N. Les « ? » désignent des signaux
non identiﬁés.
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4.1.2 Optimisation de la longueur du bras D
Les paramètres de liaison de la NC sur diﬀérentes tiges-boucles mimant
le bras D de l’ARNtLys3 ont été mesurés par spectroscopie de ﬂuorescence, en
suivant le même protocole expérimental que celui présenté dans l’Article 1.
Trois longueurs de tige ont été choisies. La tige la plus courte, qui comprend 4
paires de bases correspond au bras D proprement dit. Des tiges plus longues (6
et 8 paires de bases) ont été choisies aﬁn de favoriser l’interaction de la partie
N-terminale de la NC avec la tige d’ARN. Elles ont aussi permis de réaliser
les expériences RMN à plus haute température, sans risquer de rompre les
appariements de la tige. Les courbes de titration ainsi que les séquences de ces
tiges-boucles sont présentées à la Figure 4.2. Les valeurs numériques relatives
à ces titrations sont quant-à-elles présentées dans la Table 4.1.
force ionique ARN K ad (nM) n
b Qmaxc (%)
Bras D16 33 (25–37) 1.1 (✖0.03) 98 (✖1)
25 mM NaCl Bras D20 20 (14–24) 1.1 (✖0.02) 98 (✖1)
Bras D24 21 (18–27) 1.0 (✖0.04) 97 (✖1)
Bras D16 28 (28–35) 1.0 (✖0.04) 96 (✖1)
100 mM NaCl Bras D20 22 (17–25) 1.0 (✖0.03) 95 (✖1)
Bras D24 25 (20–36) 1.0 (✖0.01) 96 (✖1)
Table 4.1 – Paramètres de liaison de la NC avec des tiges-boucles Bras
D de longueurs variées
a La constante de dissociation Kd est indiquée avec un intervalle de conﬁance à
96 % entre parenthèses. b Nombres de sites pour la NC sur les tiges-boucles d’ARN.
c Extinction maximale de ﬂuorescence.
Conjointement, des expériences HSQC 1H–15N ont été enregistrées pour
les diﬀérents complexes NC/bras D, aﬁn d’évaluer l’inﬂuence de la longueur
de la tige sur la qualité des spectres (Figure 4.2). Même si les constantes
de dissociations évoluent peu lorsque l’on augmente la longueur de la tige
(20 nM < Kd < 33 nM à 25 mM NaCl), la qualité des spectres RMN est quant
à elle très nettement améliorée lorsque l’on double la longueur de celle-ci. On
observe ainsi de nombreux signaux supplémentaires avec la tige la plus longue
— la tige-boucle Bras D24. Les expériences RMN présentées dans la suite ont
ainsi été réalisées avec la séquence Bras D24, longue de 24 nucléotides, à 25
mM NaCl et à pH 6.5.
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Figure 4.2 – Optimisation de la longueur du bras D pour l’étude du
complexe NC/bras D par RMN
Les expériences de titration suivies par ﬂuorescence ainsi que les spectres HSQC de la
NC 15N en complexe avec 1 équivalent de bras D sont présentés pour trois longueurs
de tige. A : Bras D16, longueur 16 nt. B : Bras D20, longueur 20 nt. C : Bras D24,
longueur 24 nt.
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4.1.3 La structure de la NC est très fortement modifiée
dans le complexe avec le bras D





















T = 303 K
NC 55
NC 55 + 1eq. bras D
G4
Figure 4.3 – Spectres HSQC de la NC 15N libre et en complexe avec le
Bras D24 de l’ARNtLys3
Le spectre HSQC de la NC libre est en rouge. Celui de la NC en présence d’un
équivalent de Bras D24 est en bleu. Les spectres ont été enregistrés à 303 K. Le
signal du proton amide de la glycine 4 est reporté sur le spectre.
Lorsque l’on compare les spectres HSQC de la NC libre et de la NC au sein
du complexe NC/bras D (Figure 4.3), on remarque que pratiquement tous les
signaux de la protéine libre voient leur déplacement chimique modiﬁé, puisque
l’on observe quasiment aucun des signaux de la protéine libre superposés à ceux
de la protéine liée. Cela signiﬁe que l’environnement chimique de l’ensemble
des résidus est modiﬁé, et donc que la structure de la protéine est fortement
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altérée dans le complexe. Ceci n’est pas très surprenant, puisque la NC est
connue pour être une protéine très ﬂexible, tant dans sa partie N-terminale,
qu’au niveau du lien séparant les deux doigts de zinc — ceci lui conférant une
grande adaptabilité dans la liaison aux acides nucléiques [180].
Outre cette observation qui vient corroborer l’existence d’une association
intermoléculaire entre la NC et le bras D de l’ARNtLys3 , deux points importants
méritent d’être relevés :
– On observe moins de pics dans le spectre HSQC du complexe. De plus
certains pics sont très larges et sont quasiment écrasés au niveau du
bruit de l’expérience. Il faut pour obtenir un spectre d’une sensibilité
raisonnable enregistrer huit fois plus d’accumulations que pour la NC
seule 1. Ceci est dû à un échange chimique entre la forme libre et la
forme liée de la protéine. L’optimisation de la sensibilité des expériences
HSQC du complexe NC/bras D a fait l’objet de l’Article 2 et sera détaillé
dans le Paragraphe suivant.
– Cependant, il est tout de même possible de voir que certains éléments de
la NC doivent être plus structurés dans le complexe que dans la protéine
libre. En eﬀet, les spectres sont réalisés à 30 ℃ et le pic correspondant
à la glycine G4 est visible sur le spectre du complexe, alors qu’elle ne
l’est plus à cette température sur le spectre de la protéine seule. Ainsi,
de même que dans les complexes NC-SL2 et NC-SL3 [118, 119], il est
possible que la partie N-terminale de la NC vienne aussi se structurer
dans un des sillons de la tige du bras D (voir Paragraphe 2.1.4).
4.2 Amélioration de la sensibilité des expériences
HSQC
4.2.1 Problématique et résumé de l’Article 2
L’étude de complexes par RMN en solution est toujours intimement liée à
un phénomène inhérent à l’étude des associations de molécules, le phénomène
d’échange. En eﬀet, considérons deux molécules A et B s’associant pour former






Un spin S de la molécule A peut se trouver dans deux environnements chi-
miques très diﬀérents selon qu’il se trouve dans la molécule libre A ou dans le
complexe A❨B, et donc posséder deux déplacements chimiques distincts dans
la forme libre et la forme liée. Or les formes libres et liées sont en équilibre, et
selon la fréquence à laquelle a lieu l’échange, son incidence sur le signal RMN
peut être très diﬀérent. La fréquence de l’échange, notée kex, est reliée aux
1. Le spectre de la NC seule à 0,5 mM a été enregistré avec 16 scans et 256 incréments.
Alors que le spectre de la NC en complexe avec le bras D comprend 128 scans et 256
incréments.
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constantes cinétiques d’association et de dissociation (kon et koff ). Le phéno-
mène d’échange dans son ensemble provient du passage de la forme libre A à
la forme liée A❨B ainsi que du passage de la forme liée A❨B à la forme libre A.
Ainsi pour un spin S de la molécule A, la fréquence de l’échange correspond
donc à la somme des deux pseudo-constantes d’ordre 1 selon kex   kon  B✆✔koff .
Lorsque les constantes d’échange appartiennent à la gamme de temps spec-
trale 2— ou gamme de temps des déplacements chimiques — le phénomène
d’échange introduit une modiﬁcation importante de l’allure des spectres. L’in-
ﬂuence principale de l’échange chimique sur le signal RMN est la contribution
additionnelle de l’échange à la relaxation transversale. L’échange chimique in-
duit une perte de cohérence des spins pendant les périodes d’évolution. En
eﬀet, le même spin S est porté par l’ensemble des molécules A de l’échan-
tillon, et chaque spin S, sur chacune des molécules A subit des changements
de fréquence qui n’ont aucune raison d’être corrélés entre eux. On note Rex la
contribution de l’échange à la relaxation transversale.
D’autre part, il est assez intuitif de voir que la mesure du déplacement chi-
mique d’un spin impliqué dans un phénomène d’échange est dépendant de la
fréquence d’échange. Ainsi si kex est telle que le spin S ne subit pas d’échange
pendant le temps d’acquisition, on doit pouvoir mesurer le déplacement chi-
mique de chacune des deux formes et l’intensité du signal sera pondérée de
la population relative des deux états. Par contre, si kex est telle que le spin S
change « quelques fois » d’environnement chimique au cours de l’acquisition,
on doit s’attendre à quelques diﬃcultés pour mesurer ses déplacements chi-
miques. L’appréciation quantitative de ce « quelques fois » nécessiterait des
développements mathématiques sur la théorie de l’échange chimique et de son
inﬂuence sur le signal RMN. Celle-ci est très bien documentée (pour des revues
récentes [253–255]), et nous n’en reporterons ici que les résultats principaux.
Quelques paramètres supplémentaires doivent être introduits pour appré-
hender le comportement de systèmes en échange chimique. Il s’agit des popu-
lations relatives des espèces en équilibre (pA et pA❨B), et de la diﬀérence de
déplacement chimique entre les deux états (∆ω   ωA ✏ ωA❨B).
La comparaison de la constante d’échange kex à la diﬀérence de déplace-
ment chimique ∆ω déﬁnit les régimes d’échange à l’échelle de temps des dé-
2. La gamme de temps spectrale est reliée à la différence de fréquence de résonance de
deux spins au sein du spectre. On a la relation suivante entre la différence de fréquence






Avec γ le rapport gyromagnétique du noyau considéré et B0 l’intensité du champ magnétique
statique. Ainsi, pour un champ B0 de 14,1 T, deux protons séparés de 10 ppm correspondent
à une échelle de temps spectrale d’environ 150 µs, et deux protons séparés de 0,2 ppm
correspondent à une échelle de temps spectrale d’environ 8 ms. L’échelle de temps spectrale
correspond donc à des fréquences de l’ordre de la centaine de µs à la dizaine de ms.
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placements chimiques 3. On distingue communément trois régimes d’échange :
– le régime d’échange rapide, pour kex ❆∆ω
– le régime d’échange intermédiaire, pour kex ✂∆ω
– le régime d’échange lent, pour kex ❅∆ω
Dans le régime d’échange rapide, on observe une seule résonance pour le
spin S, à une fréquence intermédiaire entre ωA et ωA❨B. On observe la résonance
du spin S à la fréquence moyenne pondérée des deux états libre et lié de la
molécule A, soit ω   pAωA ✔ pA❨BωA❨B. D’autre part, dans le régime limite
d’échange rapide (kex ◗ ∆ω), la contribution de l’échange à la relaxation





Dans le régime d’échange lent, on observe deux résonances pour le spin S,
correspondant aux deux états libre et lié de la molécule A. Dans le régime limite
d’échange lent (kex P ∆ω), on observe les deux résonances aux fréquences
propres de chaque état, soit à ωA et ωA❨B, et la contribution de l’échange à la
relaxation transverse ne dépend pas de la diﬀérence de déplacement chimique
∆ω, mais seulement des populations pA et pA❨B et de la constante d’échange
kex. Ainsi pour la fréquence ωA, Rex,A   pA❨Bkex et pour la fréquence ωA❨B,
Rex,A❨B   pAkex. Il ressort de ces formules que la composante la moins peuplée
est celle qui est la plus élargie par l’échange.
Le régime d’échange intermédiaire correspond à une gamme de constante
d’échange kex dont la valeur est du même ordre de grandeur que la diﬀé-
rence de déplacement chimique ∆ω. C’est dans ce régime intermédiaire que la
contribution de l’échange à la relaxation transversale est maximale. On parle
de phénomène de coalescence, en référence aux deux raies distinctes caracté-
ristiques du régime d’échange lent qui se rejoignent progressivement lorsque
kex augmente, et fusionnent pour kex ✟ ∆ω. Cependant, les raies ne font pas
que se rapprocher lorsque l’on passe d’un régime d’échange lent à un régime
d’échange intermédiaire. La largeur des raies est considérablement augmentée,
et en pratique les signaux deviennent inobservables, car perdus dans le bruit.
Etant donné que la diﬀérence de déplacement chimique ∆ω peut être très
diﬀérente pour deux spins distincts qui ne subissent pas le même changement
d’environnement chimique entre l’état libre et l’état lié — par exemple un spin
situé au cœur de la molécule et un spin prenant directement part à l’interac-
tion avec l’autre partenaire — il peut y avoir des spins, au sein de la même
molécule, dont les régimes d’échange sont diﬀérents.
Le complexe entre la NC du VIH-1 et le bras D de l’ARNtLys3 s’est trouvé
être entre les régimes d’échange rapide et intermédiaire. C’est-à-dire en régime
3. Dans toute la suite du Paragraphe, les notations ω et ∆ω référeront respectivement
à un déplacement chimique et à une différence de déplacement chimique exprimée en Hz.
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d’échange rapide, mais proche de la coalescence, notamment pour les spins
qui subissent la plus grande variation de déplacement chimique entre la forme
libre et la forme liée. En eﬀet, si l’on considère le modèle d’échange à deux
états décrit précédemment, pour une même constante d’échange kex, les spins
qui subissent une faible variation de déplacement chimique ∆ω se trouvent
en régime d’échange rapide (∆ω ❅ kex), et ceux qui subissent une variation
plus importante se rapprochent de la coalescence (∆ω ✂ kex). Ainsi, certains
résidus sont diﬃcilement observables dans le complexe, et ceci est d’autant
plus importun qu’il s’agit des résidus directement impliqués dans l’interaction
avec le partenaire.
Dans cet article, nous avons donc utilisé et quelque peu modiﬁé une sé-
quence de type HSQC premièrement décrite par Frans Mulder et al. [256]. Cette
séquence introduit des trains d’impulsions pendant les périodes de transfert de
cohérence INEPT, au lieu de l’unique impulsion centrale pi, ce qui permet
d’améliorer le rapport signal/bruit en minimisant la perte de cohérence due à
l’échange pendant les transferts INEPT.
L’utilisation de cette séquence nous a permis d’améliorer la sensibilité des
expériences HSQC réalisées sur le complexe NC/bras D. De plus le comporte-
ment diﬀérent de certaines résonances nous a permis d’identiﬁer les résidus clés
de la NC impliqués dans l’interaction avec le bras D de l’ARNtLys3 . Il s’agit des
résidus entourant les aromatiques en position 2 de chaque doigt de zinc (i.e.
F16 et W37), ainsi que des résidus à chaîne latérale hydrophobe (i.e. I24, A25 et
M46) — voir Figure 4.4. Ces observations suggèrent un mode de reconnais-
sance identique du bras D de l’ARNtLys3 et des signaux d’encapsidation SL2
et SL3. En eﬀet, les structures des complexes NC-SL2 [119] et NC-SL3 [118]
ont montré que chaque doigt de zinc de la NC formait une poche hydrophobe,
par l’intermédiaire des résidus cités plus haut, et que cette poche reconnaissait
alors de façon spéciﬁque une guanine de la boucle d’ARN, par l’intermédiaire
des groupements amides et carbonyles de la chaîne principale. Ainsi, les gua-
nines G18 et G19 de la boucle D de l’ARNt
Lys
3 , qui réalisent des interactions
tertiaires avec la boucle TΨC, pourraient être reconnues et séquestrées par la























Figure 4.4 – Résidus de la NC impliqués dans l’interaction avec le bras D
Les résidus clés de l’interaction sont entourés en bleu sur la séquence. Les résidus à
chaîne latérale hydrophobe sont en gras.
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Abstract
Sites for interaction in proteineRNA complexes are often regions of conformational exchange. Although the study of exchange
processes could bring valuable information about the recognition mode between protein and RNA, chemical exchange can be det-
rimental to the NMR spectra quality, resulting in broad, very weak or even unobservable signals. In the present report, we used
CPMG-like experiments to improve HSQC spectra of an RNAeprotein complex in fast exchange on the chemical shift time scale.
The use of such improvement will allow us to handle the resolution of the three-dimensional structure of the complex by NMR.
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Re´sume´
Les sites d’interaction des complexes ARNeprote´ine sont souvent des re´gions d’e´change conformationnel. Meˆme si l’e´tude de
ces e´changes peut apporter des informations importantes sur le mode de reconnaissance ARNeprote´ine, l’e´change chimique est
souvent une cause de mauvaise qualite´ des spectres RMN en donnant lieu a` des signaux larges, de faible intensite´ et parfois
non observables. Dans ce travail, nous avons utilise´ des blocs CPMG pour ame´liorer l’intensite´ des signaux des spectres HSQC
d’un complexe ARNeprote´ine en e´quilibre interme´diaireerapide a` l’e´chelle de temps spectrale. Cette ame´lioration nous permet
maintenant d’envisager de re´soudre la structure de ce complexe par RMN. Pour citer cet article : P. Barraud et al., C. R. Chimie X
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1. Introduction
In the absence of radiofrequency radiation, the contri-
bution of chemical exchange to relaxation is dependent
on the rate of the exchange process, the chemical shift
differences between involved sites and the population
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of each site. Near coalescence, the rate of exchange is of
the order of the chemical shift difference, and the contri-
bution of chemical exchange to relaxation is therefore
maximal. Regions of conformational exchange often
correspond to some of the functionally most important
sites in proteins, for example, sites for interactions
with RNA. Although the study of exchange processes
could bring valuable information about the recognition
process between protein and RNA, chemical exchange
is often detrimental to the NMR spectra quality resulting
in broad, very weak or even unobservable signals. Sev-
eral methods have been developed to characterize chem-
ical exchange processes (for reviews, see Refs. [1e3])
and to improve NMR signal intensities in the presence
of such exchange, i.e. to preserve spin coherence [4e6].
In the present report, we used previously described
CPMG-like experiment [5,6] to improve HSQC spec-
trum of an RNAeprotein complex. In this kind of exper-
iment, the intensity of the signals involved in chemical
exchange process is increased by refocusing spins dur-
ing coherence transfer period. The HSQC experiment
modified with a CPMG pulse train during INEPT period
allowed us to improve the overall signal-to-noise ratio
and to tear some signals off the noise. These NMR ex-
periments were carried out on a complex between the
HIV-1 nucleocapsid protein (NC) and an RNA hairpin
that mimicks the D-arm of tRNA3
Lys. The HIV-1 nucleo-
capsid protein (NC) is a short, basic, nucleic acid bind-
ing protein with two zinc finger domains. NC is
a versatile protein which is involved in multiple func-
tions during the virus replication cycle, many of these
functions relying on the nucleic acid chaperone activity
of NC (for recent reviews see Refs. [7e9]). In previous
studies [10], we have highlighted a strong and specific
interaction between the NC protein and the D-arm of
tRNA3
Lys. This interaction could be the key factor driving
the unfolding process of tRNA3
Lys, thereby allowing
complete annealing of tRNA3
Lys to the primer binding
site (PBS), the first event in the HIV-1 reverse transcrip-
tion. However, the NMR study of the complex between
the NC protein and the D-arm of tRNA3
Lys is rendered
tricky by chemical exchange process in the microsecond
to millisecond time scale, leading to unobservable or
broadened signals.
2. Materials and methods
2.1. NMR sample
The recombinant NC55 protein was overexpressed
from a recombinant plasmid (kind gift of M.F. Sum-
mers) and purified as previously described [11,12].
The RNA oligonucleotide mimicking the tRNA3
Lys
D-arm (24 nucleotides length) was purchased from
Dharmacon Research with 20-o-bis (acetoxyethoxy)-
methyl (ACE) protection. The sample was deprotected
by following the manufacturer’s recommendations and
dialyzed several times against deionised water. The pH
was adjusted between 6 and 6.5 before freeze-drying.
The 15N-labelled NC55 and the unlabelled RNA D-
arm were prepared at about 2 mM and 10 mM, respec-
tively, in an NMR buffer (25 mM Na-d3-acetate pH 6.5,
25 mM NaCl, 0.1 mM BME, 0.1 mM ZnCl2, 10%
2H2O). The titration experiment is achieved by adding
increased amount of RNA D-arm in a 0.5 mM sample
of 15N-labelled NC55. After RNA addition, the sample
is immediately vortexed and kept at 30 !C during
30 min before NMR data acquisition.
2.2. NMR experiments
NMR experiments were carried out on a Bruker
Avance DRX spectrometer operating at 600 MHz and
equipped with a 5-mm triple-resonance gradient probe
with z-axis gradients. All sequences used sine-bell
shaped pulsed field gradients (PFG) along the z-axis.
Acquisitions of data were performed at 303 K. All ex-
periments were recorded with 512 points in the 1H di-
mension with a spectral width of 4.6 ppm and 256
points in the 15N dimension with a spectral width of
30.0 ppm. NMR data were processed with NMRPipe/
NMRDraw software [13]. A pure squared sine bell
and a pure squared cosine bell were applied along t2
and t1, respectively. The data were zero-filled to 1024
points along t1 and to 4096 along t2 prior to Fourier
transform. Spectra were analyzed with the software
SPARKY (T.D. Goddard and D.G. Kneller, SPARKY
3, University of California, San Francisco).
The SE-HSQC experiment is a standard sensitivity-
enhanced 2D 1H/15N correlation via double INEPT
transfer [14]. Frequency discrimination with retention
of absorption mode lineshape is achieved by the echo
anti-echo method [15]. Sensitivity enhancement is opti-
mized for amide cross peaks by setting both reverse
transfer periods to (1/2J). Heteronuclear decoupling
during acquisition was achieved by GARP sequence.
The SE-CPMG-HSQC experiment (Fig. 1) is adap-
ted from the SE-HSQC experiment in which the INEPT
and reverse-INEPT periods are modified by the inclu-
sion of a phase-modulated pulse train. This experiment
is based on previously described HSQC experiments for
the observation of exchange broadened signals [6]. The
sequence was modified to optimize sensitivity enhan-
cement for amide cross peaks by setting both reverse
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transfer periods to (1/2J). See caption of Fig. 1 for more
details on NMR pulse sequence.
3. Results and discussion
3.1. Biological context
The HIV-1 virus uses a cellular tRNA, the human
tRNA3
Lys as a primer to initiate the reverse transcription
of the viral genome. In the virus, the 30 end of the
primer tRNA is strongly bound by 18 WatsoneCrick
base pairs to a complementary sequence of the viral
RNA called the primer binding site (PBS). The first
event in viral replication is thus the annealing of
tRNA3
Lys to the PBS, this step being promoted by the
viral NC. Most of the known functions of the HIV-1
NC involve interactions with nucleic acids (for recent
reviews, see Refs. [7e9]). The structure of the free NC
consists in two zinc knuckle domains, connected by
a flexible linker attached to flexible N- and C-terminal
tails [12,16,17]. By NMR, it was shown that NC has an
inherent conformational flexibility that could be cru-
cial to allow its binding to different nucleic acid se-
quences and structures along the HIV-1 replication
cycle [12,18]. In the currently available structures
[11,19,20] of NC with nucleic acids, most of the spe-
cific contacts between the protein and the nucleic acids
occur via the zinc knuckles, notably residues F16 and
W37, interacting with the guanine-rich loop of RNA
hairpin. We have shown by NMR of 15N-labelled
tRNA3
Lys that NC interacts preferentially with the ac-
ceptor and D stems and with the nucleotides involved
in tertiary interactions between the D and T loops [21].
We also performed the reciprocal experiment, i.e. the
NMR footprint of tRNA3
Lys binding on 15N-labelled
NC (data not shown). The signals are so broadened
that roughly only the C-teminal amide group and the
amino groups of side chains remain observable. In-
deed, the multiplicity of NC binding sites on tRNA3
Lys
rendered analyses using the full-length tRNA intracta-
ble, even when stringency was raised by increasing salt
concentration (data not shown). Reducing the target
RNA length could decrease the number of non-specific
sites and still have a biological interest. Indeed, study-
ing separate hairpins cannot obviously mimic the en-
tire tRNA, in particular at the level of the TJC/D
loops interaction. However, in the annealing process,
there is a step where the TJC/D loops interaction
are broken and where the NC protein plays a crucial
role [22]. Therefore, we have previously demonstrated
that NC makes a specific interaction with the D hairpin
mimicking the D-arm of tRNA3
Lys (dissociation con-
stant Kd¼ 28 nM at 100 mM NaCl). This interaction





















Fig. 1. Pulse scheme of the 15Ne1H SE-CPMG-HSQC experiment. Narrow (filled) and wide (open) rectangles represent 90! and 180! pulses,
respectively. Unless indicated, the pulses are applied along the x-axis. The delay t was set to 140 ms such that the total length of the spin-
echo pulse train equalled 5.55 ms, i.e. 1/2J with J¼ 90 Hz for NeH 1J coupling. 15N pulses were achieved using a field strength gB1¼ 47 kHz.
The phase modulation scheme for f16 is x, y, x, y, y, x, y, x, #x, #y, #x, #y, #y, #x, #y, #x. The following phase cycling was used: f2¼ y;
f3¼ x, #x; f7¼ 2(x), 2(#x); f4¼ 2(x), 2(#x); f5¼ 2(y), 2(#y); frec¼ x, #x, #x, x. Heteronuclear decoupling during acquisition was achieved
by GARP. For each t1 increment, axial peaks were shifted to the sides of the spectrum by inversion of f3 in concert with the receiver phase, similar
as in States-TPPI [23]. The sequence uses sine-bell shaped pulsed field gradients (PFG) along the z-axis. To yield absorption mode spectra P- and
N-type coherence selection is achieved by inversion of G2 in concert with inversion of f5. The duration of all the gradients was 1 ms, followed by
a 400 ms recovery delay. Gradient relative strengths were G1¼ 50%; G2¼ 80%; G3¼ 8.1%.
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thereby allowing complete annealing of tRNA3
Lys to the
PBS [10]. Fig. 2a shows the HSQC experiment of 15N-
labelled NC with the tRNA3
Lys D hairpin. The NMR
signals are quite broad for the size of the complex
(14.2 kDa) and may indicate that the NC in the context
of the complex is involved in a chemical exchange
process in the microsecond to millisecond time scale.
This chemical exchange is attributable to the equilib-
rium between the free and bound forms of the protein.
3.2. Analysis of the exchange process and NMR
optimization of HSQC spectra
In the presence of such chemical exchange, multidi-
mensional NMR experiments suffer from dephasing of
spin coherence during periods of evolution and coher-
ence transfer by scalar coupling [2,3]. The result of
chemical exchange during periods of evolution is
a broadening of the resonances, while it leads to loss
of magnetization during periods of coherence transfer
and therewith of signal intensity. Therefore, resonances
are broad, veryweak or even unobservable (Fig. 2a). The
loss of magnetization during the period of coherence
transfer can be minimized by using a modified INEPT
block, i.e. the CPMG-INEPT block first described by
Mueller and co-workers [5]. The intensity of the signals
involved in the chemical exchange process is increased
by refocusing them during the coherence transfer period.
We then compared CPMG-HSQC [6] and SE-CPMG-
HSQC described in Fig. 1, since the gain of intensity
from the sensitivity-enhanced HSQC could be counter-
balanced by the increase of the pulse sequence length.
As a result, the SE-CPMG-HSQC spectrum shows
more intense signals than those from the CPMG-
HSQC (data not shown).
The comparison of the performance of the SE-HSQC
and SE-CPMG-HSQC experiment is given in Fig. 2.
The CPMG-derived sequence shows improved sensitiv-
ity for almost all resonances, resulting in an average en-
hancement of about 40%. This result confirms that the
exchange process lies in the microsecond to millisecond
time scale. Moreover, some unobservable signals in the
classic SE-HSQC experiment grow up in the SE-
CPMG-HSQC and become observable (see signals 1,
2, 3 in Fig. 2). This could be of significant importance,
as these signals, which show considerably higher inten-
sity, belong to residues directly involved in RNA
binding.
Fig. 3 shows the titration of 15N-labelled NC by in-
creased amounts of D hairpin until reaching the equiv-
alence. Two kinds of behaviour are observed: (1)
a progressive variation of chemical shifts as the amount












































10.0 9.5 9.0 ppm
10.0 9.5 9.0 ppm
Fig. 2. Contour plot of the 2D HSQC-type spectra of the complex be-
tween uniformly 15N-labelled NC and (a) unlabelled tRNA3
Lys D-arm
(SE-HSQC experiment), (b) unlabelled tRNA3
Lys D-arm (SE-CPMG-
HSQC experiment), (c) 1D SE-HSQC trace of signal 1 and (d) 1D
SE-CPMG-HSQC trace of signal 1.
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of RNA increases (see for instance the NMR signals of
C28 and C49 e Fig. 3); (2) a disappearance at the sub-
stoichiometric level of NC signals and their reappear-
ance close to the 1:1 ratio of NC:RNA (Fig. 3). These
results are consistent with an exchange relaxation
constant (Rex) behaviour in the fast exchange regime.
Indeed, for a simple model of two-site exchange process
in the fast exchange limit, the exchange relaxation con-
stant is given by Rex ¼ papbðDu
2=kexÞ, where kex is the
exchange rate constant, Du is the chemical shift differ-
ence between the two sites, and pa and pb the relative
population of each site. For a complex with a dissocia-
tion constant more than 3 orders of magnitude smaller
than the species concentrations, we can assume that
the concentration of the complex in bound form is rather
equal to the partner added in substoichiometric molar-
ity. Thus, during the titration, for a fraction p of added
RNA in the protein (p˛ [0,1]), the fraction of the bound
protein is p and the fraction of the free one is (1# p) and
so Rex becomes Rex ¼ pð1# pÞðDu
2=kexÞ. Even if these
equations apply only to the fast exchange limit
(kex>Du), they provide useful qualitative information
for the interpretation of the relaxation behaviour of
a complex in a fast exchange regime. For instance, the
Rex maximum during the titration occurs for p¼ 0.5,
and depends quadratically on the chemical shift differ-
ence between the free and the bound forms. Therefore,
the NMR signals that experience the largest variation
of chemical shifts between the free and bound forms
of NC are also those that will experience the largest
broadening during the titration due to the exchange
regime.
We can reasonably think that these signals which





































































Fig. 3. Titration experiment (SE-CPMG-HSQC) of 15N-labelled NC protein by unlabelled tRNA3
Lys D hairpin. In red: 1/0 protein/RNA ratio; in
orange: 1/0.3; in yellow: 1/0.6, in green: 1/0.9, in blue: 1/1. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is re-
ferred to the web version of this article.) The circled signals disappear during the titration. The corresponding residues are highlighted on the NC
sequence. The major aromatic residue of each zinc knuckle is written in open letter.
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between the free and bound forms of NC are those in-
volved in the interaction with the RNA partner. Actu-
ally, they belong to amino acids surrounding the
major aromatic residue of each zinc knuckle, i.e. F16
and W37, and to residues with hydrophobic side chain,
i.e. I24, A25 and M46 (Fig. 3). These residues have
been identified to largely participate in the recognition
by the NC of RNA encapsidation signals SL2 and
SL3 [11,20]. Indeed, in these structures, each zinc
knuckle forms a hydrophobic cleft by means of the hy-
drophobic side chains listed above and binds to an ex-
posed guanine nucleobase of the RNA loop. Thus the
NMR footprint of the RNA D-arm on the NC (Fig. 3)
suggests that the recognition mode between the NC
and the tRNA3
Lys D-arm is similar to that of the encap-
sidation signals.
4. Conclusion
In this paper, the use of modified HSQC experi-
ment allowed us to significantly improve the signal
to noise ratio in the spectra of the complex between
the NC and the tRNA3
Lys D-arm. This experiment
also allowed us to tear some signals off the noise
and could be of pronounced importance in the way
of the determination of the NC/D-arm complex
structure by NMR. The determination of this struc-
ture is under investigation and should confirm the
recognition mode similarity between the encapsida-
tion signals and the tRNA3
Lys D-arm.
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4.3 Poursuite de l’étude du complexe NC/bras D
4.3.1 Le complexe vu du côté de la protéine
Attribution à partir des expériences de titration
La moitié des résidus de la NC étant en régime d’échange rapide à l’échelle
de temps des déplacements chimiques, il est possible de suivre le déplacement
des résonances de ces résidus lorsque l’on passe de la forme libre à la forme






















































Figure 4.5 – Expérience de titration et attribution de la NC
A : Superposition des expériences CPMG–HSQC 1H–15N de la NC 15N libre (en
rouge) et en présence de 0.3 éq. (en orange), 0.6 éq. (en jaune), 0.9 éq. (en vert) et
1.0 éq. (en bleu) de Bras D24. Les expériences sont réalisées à 303 K. Les résidus des
doigts de zinc dont les signaux n’ont pas pu être attribués à partir des ces expériences
sont entourés sur le spectre. B : Agrandissement de la région des signaux C28 et C49.
Les expériences de titration ont donc permis d’attribuer la majorité des
résidus des doigts de zinc de la protéine. A ce stade, 25 résidus sur 55 ont pu
être attribués. La partie N-terminale (résidus 1 à 13) ainsi que la partie reliant
les deux doigts de zinc (résidus 30 à 34) n’ont pas pu être attribuées, car à
30 ℃, les signaux correspondant sont très peu intenses voir inobservables sur
le spectre de la protéine libre. Le choix de la température est en eﬀet un peu
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délicat car on a d’une part tout intérêt à accélérer la vitesse d’échange pour
s’éloigner de la coalescence mais d’autre part, en chauﬀant on perd certains
signaux de la protéine — ceux de la partie N-terminale et de l’espaceur central.
Nous avons ainsi choisi de réaliser les spectres à 30 ℃ ce qui aﬃne sensiblement
les raies, mais ne permet plus l’observation de tous les signaux. Les expériences
























Figure 4.6 – Bilan d’attribution grâce aux expériences de titration
Les résidus de la NC attribués par les expériences de titration sont représentés en
bleu sur la séquence de la protéine.
L’ensemble de l’attribution ne pouvant se déduire simplement des expé-
riences de titration, l’approche classique d’attribution séquentielle de protéine
est apparue incontournable pour obtenir une attribution plus complète. L’at-
tribution séquentielle à l’aide des mêmes expériences que celles ayant permis
l’attribution de la NC libre a tout d’abord été envisagée — à savoir les ex-
périences à 3 dimensions NOESY–HSQC 1H–15N et TOCSY–HSQC 1H–15N
avec la NC simplement marquée 15N. Mais étant donné le nombre de scans
à accumuler aﬁn d’obtenir un signal suﬃsant dans les expériences HSQC, les
temps de mélange long de ces séquences, et la faible sensibilité de l’expérience
NOESY, ceci n’a pas été réalisable. Les expériences de corrélation scalaire sur
le squelette peptidique de la protéine doublement marquée 13C/15N nous ont
paru plus adéquates. Cependant, l’accumulation de 128 scans par expériences
rend la réalisation de celles-ci impossible avec les séquences standard.
Aussi, nous avons entrepris une collaboration avec Jérôme Boisbouvier
(Laboratoire de RMN, IBS, Grenoble), aﬁn de proﬁter de la grande expérience
du Laboratoire de RMN de l’IBS pour continuer l’étude délicate de ce complexe
et notamment pour bénéﬁcier des séquences optimisées pour l’enregistrement
rapide des expériences nécessaires à l’attribution des protéines — la série d’ex-
périences BEST [257, 258], ainsi que de spectromètres 600 MHz et 800 MHz
équipés de cryosondes.
Attribution à partir d’expériences triple résonances
Les trois expériences les plus sensibles de l’arsenal des séquences triple
résonances — à savoir les séquences HNCO, HNCA et HN(CO)CA [259–261] —
ont été réalisées dans leur version BEST [257, 258]. La séquence HNCO corrèle
le proton amide du résidu i (H(i)), l’azote de la chaîne principale du résidu i
(N(i)) et le carbone du carbonyle du résidu i ✏ 1 (C➐(i ✏ 1)). On observe donc
80 Chapitre 4. Etude par RMN du complexe NC/bras D de l’ARNtLys3
un pic de corrélation par proton amide, mais aucune information séquentielle
ne peut en être extraite. La séquence HNCA corrèle les noyaux H(i), N(i)
avec les deux carbones alpha Cα(i) et Cα(i✏1). Cette expérience permet donc
d’obtenir une information séquentielle, le tout étant de pouvoir distinguer le Cα
intra-résidu du Cα séquentiel. Cette information est apportée par l’expérience
HN(CO)CA qui corrèle le couple H(i), N(i) uniquement avec le Cα(i ✏ 1), à
travers le carbonyle C➐(i ✏ 1).
Ces expériences ont conﬁrmé l’attribution obtenue directement des expé-
riences de titration et ont permis d’attribuer 7 nouveaux signaux, pour la
plupart situés dans le doigt de zinc C-terminal (Figure 4.7). Les résidus en-
tourant la F16 du doigt de zinc N-terminal n’ont pu être identiﬁés car certains
pics de corrélations dans l’expérience HNCA sont absents ce qui bloque de ce
fait le chemin d’attribution. L’attribution des nouveaux résidus est présentée
à la Figure 4.8 sur les spectres HSQC des expériences de titration de façon à
souligner les variations très importantes de déplacements chimiques entre les























Figure 4.7 – Bilan d’attribution grâce aux expériences triple résonances
Les résidus de la NC attribués d’après les expériences HNCA et HN(CO)CA sont
représentés en bleu sur la séquence de la protéine.
A ce stade de l’étude, il semble diﬃcile de pouvoir réaliser la résolution
de la structure du complexe NC/bras D par RMN. Les problèmes d’échange
dans la gamme µs–ms conduisent à une perte de signal très importante et
rendent quasi inobservables les résidus de la NC directement impliqués dans
la reconnaissance du bras D. Nous n’avons en eﬀet pas pu obtenir l’attribu-
tion complète de la protéine, et ce même avec des expériences relativement
sensibles (HN(CO)CA et HNCA). De plus, les expériences NOESY réalisées
sur un échantillon 1 mM du complexe NC/bras D, ne montrent que peu de
pics de corrélation NH–NH et NH–Hα. Ainsi, au regard des spectres où l’on
observe la protéine, il apparaît diﬃcile de pouvoir obtenir des informations de
contraintes structurales intermoléculaires. Cependant, nous avons voulu regar-
4. On peut évaluer la variation de déplacement chimiques ∆ω (exprimée en Hz) pour
chaque résonance, en tenant compte des variations de déplacement chimique 1H et 15N







où ∆ωH et ∆ωN représentent les variations de déplacement chimique (exprimées en Hz)
respectivement 1H et 15N. Ces variations sont en moyenne de 400 Hz pour les résidus di-
rectement impliqués dans l’interaction avec le bras D. Elles varient d’environ 80 Hz pour le
signal du résidu G35 à environ 725 Hz pour le signal du résidu W37.



































Figure 4.8 – Bilan d’attribution grâce aux expériences triples résonances
Les résidus nouvellement attribués grâce aux expériences HNCA et HN(CO)CA,
ainsi que les variations de déplacements chimiques correspondant sont indiqués par
des ﬂèches. Les résidus du doigt de zinc N-terminal qui n’ont pas pu être identiﬁés
sont entourés sur le spectre.
der le comportement RMN du partenaire ARN dans le complexe, pour voir si le
phénomène d’échange était aussi problématique lorsque l’on observait l’ARN.
Pour cela, nous avons produit un bras D doublement marqué 13C/15N par
transcription in vitro.
4.3.2 Le complexe vu du côté de l’ARN
Obtention de l’ARN doublement marqué 13C/15N par transcription
in vitro
Une tige boucle mimant le bras D de l’ARNtLys3 a été produite par trans-
cription par l’ARN polymérase de T7 sur un ADN matrice présentant deux
nucléotides modiﬁés 2➐-O-méthyle-G en 5➐. Ces modiﬁcations diminuent l’acti-
vité N+1 de la polymérase et donne ainsi des transcrits plus homogène [262].
Pour cette raison, la séquence exacte du bras D24, utilisée jusqu’à maintenant
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dans les expériences RMN, n’a pas pu être reproduite telle quelle. Nous avons
choisi d’en garder la séquence, mais d’enlever la première paire de base, so-
lution simple qui permet de satisfaire la contrainte des deux C à l’extrémité
3➐, complémentaires des deux 2➐-O-méthyle-G de l’extrémité 5➐. L’étude sur
l’inﬂuence de la longueur du bras D sur la qualité des spectres RMN (Figure
4.2) avait de plus montré peu de diﬀérences entre une longueur de bras de 7
ou de 8 paires de bases. La comparaison des séquences des Bras D24 et D22















Figure 4.9 – Comparaison des séquences Bras D24 et Bras D22 utilisées
dans les expériences RMN
La première paire de base de la séquence du Bras D24 a été supprimée dans la
séquence du Bras D22 pour satisfaire la contrainte de la méthode de transcription
aux 2➐-O-méthyle-G, à savoir de posséder 2 C en 3➐ de la séquence transcrite.
La transcription est tout d’abord réalisée en petit volume (100 µL), pour
divers rapports [Mg2✔]/[NTPs], aﬁn de contrôler l’eﬃcacité de la transcription
et d’évaluer la quantité de Mg2✔ donnant le maximum de transcrit. L’inﬂuence
de la concentration en Mg2✔ sur l’eﬃcacité de la transcription est présentée à
la Figure 4.10 A. La réaction de transcription est ensuite réalisée en grand
volume (20 mL), et le transcrit voulu est ensuite puriﬁé par FPLC sur une
colonne résolutive échangeuse d’anions (colonne MonoQ). La pureté des di-
verses fractions d’élution est évaluée sur gel acrylamide-urée (Figure 4.10
B). L’ARN polymérase de T7 puriﬁée, le protocole de transcription, et de
nombreux conseils nous ont été gentiment donnés par Cyril Gaudin, alors en
stage post-doctoral à l’ICSN (CNRS, Gif-sur-Yvette).
Comportement RMN de l’ARN au sein du complexe
Les expériences RMN sur l’échantillon NC non-marquée/Bras D22 13C/15N
ont été réalisées à l’IBS à 600 et 800 MHz. Une expérience HSQC 1H–13C op-
timisée pour l’observation des protons des sucres (HSQCsucres) a été réalisée
à 600 MHz, dans une version à temps constant. Sur le même échantillon, une
expérience TROSY 1H–13C optimisée pour l’observation des protons aroma-
tiques (TROSYaromatiques) a été enregistrée à 800 MHz, également dans une
version à temps constant. Les spectres de ces expériences sont présentés sur la
Figure 4.11.
Le spectre HSQCsucres (Figure 4.11 B) permet de dénombrer les nucléo-
tides observables au sein du complexe. Le décompte des pics pour chacun des
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Figure 4.10 – Transcription in vitro et purification du bras D par FPLC.
A : Inﬂuence de la concentration en Mg2✔ sur l’eﬃcacité de la transcription. Le
rapport [Mg2✔]/[NTPs] varie entre 0.2 et 1.8. L’obtention du maximum de transcrit
de pleine longueur est évalué pour un rapport [Mg2✔]/[NTPs] = 1.6. B : Puriﬁcation
du bras D par chromatographie échangeuse d’anions (colonne MonoQ). Le bras D
pleine longueur est élué pour [NaCl] ☎ 800 mM.
quatre massifs (H1➐, H4➐, H2➐ & H3➐, H5➐ & H5➐➐) donne entre 12 et 14 nucléo-
tides observables, pour un ARN en comprenant 22. Le spectre TROSYaromatiques
(Figure 4.11 C) permet de connaître la nature des nucléotides observables.
En eﬀet, dans une expérience à temps constant, les protons H8 et H2 des A et
des G apparaissent en anti-phase des protons H5 et H6 des C et des U, car le
carbone qui les porte n’est couplé à aucun 13C, alors que les carbones portant
les H5 et les H6 des pyrimidines sont couplés entre eux. On peut donc ainsi
distinguer les H6 des pyrimidines des H8 des purines. De plus, le déplacement
chimique particulier du H2 des A permet de dénombrer les adénines. Ainsi sur
ce spectre on dénombre 2 adénines, 5 guanines et 6 pyrimidines.
L’intégralité de la tige-boucle n’est donc pas visible sur les expériences
RMN. De plus, compte tenu de la nature des nucléotides observables, à savoir
A2G5(C/U)6, on peut raisonnablement penser que l’on observe uniquement la
tige du Bras D22, sans la paire de base terminale et avec une des adénines de
la boucle directement adjacente à la tige. Ainsi, la boucle D ne serait pas ob-
servable, car elle serait directement en interaction avec la NC, et verrait pour
cela ses signaux très diminués par les mêmes phénomènes d’échange que ceux
rencontrés pour la protéine.
Les phénomènes d’échange, de même qu’ils empêchaient de voir les résidus
de la NC directement impliqués dans la reconnaissance du bras D, empêchent
ici également — lorsque l’on regarde le partenaire ARN — de voir l’interface
d’interaction entre la NC et le bras D de l’ARNtLys3 . Il n’est donc pas possible
d’obtenir des informations de contraintes structurales intermoléculaires dans
ces conditions, et la résolution de la structure du complexe NC/bras D n’a
pour cela pas pu être réalisée.





























































Figure 4.11 – Spectres de corrélation 1H–13C du bras D marqué
13C/15N au sein du complexe NC/bras D
A : Séquence du bras D produit par transcription et utilisé dans les expériences
RMN. B : Spectre HSQC 1H–13C réalisé par une expérience CT-HSQC optimisée
pour l’observation des protons des riboses. Les protons H1➐, H5➐ et H5➐➐ apparaissent
en anti-phase des protons H2➐, H3➐ et H4➐, car le carbone qui les porte n’est couplé
qu’à un seul 13C, alors que les autres sont couplés à deux 13C. Dans ce spectre
on dénombre entre 12 et 14 résidus. C : Spectre TROSY 1H–13C réalisé par une
expérience CT-TROSY optimisée pour l’observation des protons des aromatiques.
Les protons H8 et H2 des A et des G apparaissent en anti-phase des protons H5 et
H6 des C et des U, car le carbone qui les porte n’est couplé à aucun 13C, alors que




Bien que les phénomènes d’échange nous aient empêchés de résoudre la
structure du complexe entre la NC et le bras D de l’ARNtLys3 , nous avons ob-
tenu un certain nombre de résultats qui, dans le contexte de la formation du
complexe d’initiation de la transcription inverse du VIH-1, permettent d’aﬃner
le modèle de mécanisme proposé pour l’hybridation entre l’amorce ARNtLys3
et l’ARN viral. Le travail réalisé au cours de cette thèse a en eﬀet permis de
montrer que :
– la NC possède un site de ﬁxation fort et spéciﬁque sur le bras D de
l’ARNtLys3 .
– les résidus majeurs de la NC responsables de la reconnaissance du bras D
de l’ARNtLys3 sont les résidus aromatiques situés en position 2 de chaque
doigt de zinc de la NC (i.e. F16 et W37), ainsi que les résidus à chaîne
latérale hydrophobe I24, A25 et M46.
D’une part, la mise en évidence d’un site de ﬁxation fort et spéciﬁque pour
la NC sur le bras D de l’ARNtLys3 nous a permis de comprendre l’implication
de la NC dans l’ouverture de la structure de l’ARNt amorce. Le mécanisme
aﬃné est présenté à la Figure 5.1. Le rôle clé de la NC dans ce mécanisme est
de permettre la fusion des interactions tertiaires entre les boucles T et D de
l’ARNtLys3 . Ce résultat s’intègre parfaitement dans notre compréhension de la
formation du complexe d’initiation de la transcription inverse. En eﬀet, pour
réaliser la fusion des interactions tertiaires entre les boucles T et D, la NC peut
a priori se ﬁxer soit sur la boucle T soit sur la boucle D de l’ARNtLys3 — soit
sur les deux boucles à la fois. Mais dans le contexte de l’hybridation entre le
PBS et l’ARNt amorce, il est ﬁnalement plus logique que la NC vienne se ﬁxer
sur la boucle D qui n’est pas aﬀectée par le processus d’hybridation — plutôt
que sur la boucle T, où elle viendrait gêner l’appariement avec le PBS.
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Figure 5.1 – Rôle de la NC dans le mécanisme d’hybridation entre
l’ARNtLys3 et le PBS
Cette ﬁgure fait référence à la Figure 2.11 que l’on peut trouver à la page 46.
1 : L’ARNtLys3 est en noir, le PBS en rouge et la NC en vert. 2 : L’invasion de la
structure de l’ARNt amorce par l’ARN viral débute au pied de la tige acceptrice et
peut avoir lieu sans l’intervention de la NC. 3 : L’échange de brin se propage ensuite
le long de la tige acceptrice puis aux premières paires de bases du bras T. La NC
accélère ce réappariement, probablement par le biais d’une interaction électrostatique
non spéciﬁque. 4 : A ce stade, le cœur de la structure tertiaire de l’ARNt persiste
et constitue un verrou structural stable. La NC parvient à faire sauter ce verrou
structural, en reconnaissant de façon spéciﬁque le bras D de l’ARNtLys3 grâce à ses
doigts de zinc. Cette reconnaissance implique vraisemblablement les guanines G18 et
G19 de la boucle D. 5 : Hybridation complète. L’interaction forte NC/bras D déplace
l’équilibre vers cet état.
D’autre part, la mise en évidence du fait que les résidus de la NC impliqués
dans la ﬁxation du bras D de l’ARNtLys3 soient les mêmes que ceux impliqués
dans la reconnaissance des signaux d’encapsidation SL2 et SL3 (Figures 2.7
et 2.8 pages 38 et 39), suggère très fortement que le mode de reconnaissance
de la NC pour le bras D soit très comparable à ceux des signaux SL2 et SL3.
C’est-à-dire que chaque doigt de zinc doit vraisemblablement venir séquestrer
une guanine de la boucle D, et que la partie N-terminale de la NC doit venir






































Figure 5.2 – Les guanines de la boucle D potentiellement reconnues par
la nucléocapside
La séquence de l’ARNtLys3 est représentée selon le repliement en forme de « L » des
ARNt. Les interactions tertiaires par liaisons hydrogènes sont représentées en jaune,
les nucléotides modiﬁés en bleu, et les deux guanines candidates de la boucle D pour
la reconnaissance par la NC (G18 et G19) sont en rouge.
Les guanines de la boucle D potentiellement reconnues par la NC corres-
pondent aux guanines G18 et G19. En eﬀet, celles-ci participent aux interactions
tertiaires principales avec la boucle T (Figure 5.2).
Perspectives
S’il l’on voulait poursuivre l’étude structurale du complexe entre la NC
et le bras D plusieurs pistes pourraient être envisagées. Il peut arriver que
de simples variations dans les séquences de la protéine ou dans celle de l’ARN
change de façon signiﬁcative le régime d’échange d’un complexe ARN/protéine.
Cependant, la séquence de la boucle D de l’ARNtLys3 est unique et la pertinence
biologique du sujet nécessite de garder celle-ci inchangée. Nous avons déjà cher-
ché à optimiser la longueur de la tige. On pourrait par exemple utiliser une
séquence de la boucle qui possède les modiﬁcations post-transcriptionnelles,
c’est-à-dire dans le cas de la boucle D de l’ARNtLys3 , les deux dihydrouridines
D16 et D20. Nous avons en eﬀet utilisé dans cette étude des ARN produits par
synthèse chimique ou par transcription in vitro qui ne possèdent pas ces modi-
ﬁcations. Il se peut que celles-ci inﬂuent suﬃsamment sur l’interaction avec la
NC pour que les propriétés relatives à l’échange soit complètement changées.
D’autre part, on peut envisager de changer la séquence de la protéine — et dans
cette optique se procurer des nucléocapsides provenant de diﬀérents isolats du
VIH-1 — et d’utiliser une protéine tronquée dans sa partie N-terminale, qui
ne garderait dans ce cas que les deux doigts de zinc. En eﬀet, cette extension
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N-terminale agit principalement au travers d’interactions non spéciﬁques et
n’est peut-être pas strictement nécessaire à la reconnaissance du bras D.
D’autre part, la compréhension que l’on a actuellement du mécanisme de
formation de l’hybride entre l’amorce ARNtLys3 et l’ARN viral ne comprend
que le domaine PBS de l’ARN viral. Mais, comme nous l’avons mentionné au
Paragraphe 2.3.2 page 47, la formation du complexe d’initiation implique
d’autres régions de l’ARN viral (boucle riche en A et séquence PAS). Certaines
études sur les interactions additionnelles entre l’ARNtLys3 et l’ARN viral sont
en contradictions et il serait intéressant d’étudier le mécanisme d’hybridation
dans un contexte plus large au niveau de l’ARN viral — c’est à dire en présence
non seulement de la séquence PBS, mais aussi par exemple de la séquence PAS
— aﬁn de voir quels éléments pourrait apporter la RMN en ce qui concerne
ces interactions additionnelles.
Deuxième partie
Etude d’une méthyltransférase des






L’addition d’un groupement méthyle à des molécules biologiquement ac-
tives, comme des hormones, des neurotransmetteurs, des lipides, des protéines,
ou des acides nucléiques provoque un changement des propriétés physico-
chimiques de ces molécules. Les fonctions biologiques de la méthylation sont
très larges, allant du métabolisme à la maturation des acides nucléiques en
passant par la transduction du signal ou la détoxiﬁcation. La diversité des
fonctions dans lesquelles intervient la méthylation trouve pour reﬂet la va-
riété étonnante des méthyltransférases (MTases), les enzymes qui catalysent
les réactions de méthylation.
6.1 Les méthyltransférases
Bien que diﬀérentes familles de MTases soient connues, la grande majo-
rité des réactions de méthylation sont catalysées par les MTases S-adénosyl-l-
méthionine dépendantes (pour des revues [263–265]). Ces enzymes utilisent la
S-adénosyl-l-méthionine comme donneur de méthyle.
6.1.1 La S-adénosyl-l-méthionine
La S-adénosyl-l-méthionine — aussi connu sous les noms de SAM et d’Ado-
Met — est une petite molécule présentant une fonction sulfonium (Figure
6.1). Elle est impliquée dans un grand nombre de réactions biologiques. Il s’agit
en eﬀet du cofacteur le plus utilisé par les enzymes, juste après l’ATP [266]. La
SAM résulte de la condensation du nucléotide adénosine et de l’acide aminé
méthionine, deux composés biologiques aux fonctions diverses qui étaient pro-
bablement présents sur Terre dans l’environnement prébiotique [267]. La SAM
est bio-synthétisée par la SAM synthétase — ou méthionine adénosyltransfé-
rase — par couplage de l’acide aminé méthionine avec une molécule d’ATP
(Figure 6.2 ➀) [268]. Cette réaction est stéréospéciﬁque. Elle n’engendre que
la conﬁguration absolue S au niveau de l’atome de soufre asymétrique.
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Figure 6.1 – Structure chimique de la S-adénosyl-l-méthionine
La fonction chimique centrale de la SAM est la fonction sulfonium qui rend le méthyle
issu de la méthionine très électrophile. L’atome de soufre est chargé positivement.
C’est un centre asymétrique et seule la molécule de conﬁguration S est formée lors
de la bio-synthèse de la SAM par la SAM synthétase [268].
La SAM, un donneur de méthyle
La SAM est reconnue comme étant le principal cofacteur donneur de mé-
thyle des réactions de méthylation, et ce chez tous les êtres vivants [266, 268,
269]. Les réactions de méthylation de divers nucléophiles exploitent une pro-
priété intrinsèque de la SAM, à savoir le très fort caractère électrophile de son
groupement méthyle — conséquence de la fonction sulfonium directement adja-
cente. Ce fort caractère électrophile est mis à proﬁt par les MTases qui mettent
en contact la SAM avec les groupements nucléophiles de leurs substrats. Du-
rant la réaction de transfert de méthyle, la SAM est convertie en S-adénosyl-l-
homocystéine (SAH) (Figure 6.2 ➁). La très forte prédominance de la SAM
sur d’autres donneurs de méthyle, comme le 5-méthyl-tétrahydrofolate, reﬂète
la thermodynamique extrêmement favorable de la réaction de transfert de mé-
thyle faisant intervenir la SAM. L’enthalpie libre standard de réaction (∆rG❳)
pour la formation de méthionine à partir d’homocystéine (SAM + Hcy Ð 
SAH + Met) est par exemple évaluée à ✏71 kJ.mol✏1 soit plus du double
de celle de la réaction d’hydrolyse de l’ATP (ATP + H2O Ð  ADP + Pi)
(✏30 kJ.mol✏1) [265, 266]. La méthionine est ensuite régénérée en deux étapes
(Figure 6.2 ➂ & ➃). La SAH est tout d’abord hydrolysée en adénosine et ho-
mocystéine par la SAH hydrolase [270]. L’homocystéine peut être ensuite soit
convertie en glutathion — un antioxydant cellulaire majeur — soit méthylée
pour régénérer la méthionine. Cette réaction est catalysée par la méthionine
synthétase. Elle utilise le 5-méthyl-tétrahydrofolate (N5-mTHF) comme sub-
strat donneur de méthyle, et la cobalamine (vitamine B12) comme cofateur,
selon un mécanisme en deux étapes dans lequel la cobalamine (B12) est tout
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d’abord méthylée en méthylcobalamine (MeB12) par le substrat N5-mTHF.
MeB12 transfert alors son groupement méthyle à l’homocystéine pour former
le produit méthionine et régénérer le cofacteur cobalamine [271–273]. Cette
séquence de réactions (➀, ➁, ➂ & ➃) constitue un cycle faisant partie du mé-
tabolisme des dérivés des acides aminés soufrés, lui même régulé au niveau



















































Figure 6.2 – Le cycle de la S-adénosyl-l-méthionine
Nu représente un nucléophile substrat d’une MTase. ➀ La SAM est formée par cou-
plage de la méthionine avec l’ATP par la SAM synthétase. ➁ Les MTases catalysent
le transfert du groupement méthyle de la SAM aux nucléophiles. La méthionine est
régénérée, par hydrolyse de la SAH ➂, et par méthylation de l’homocystéine, cata-
lysée par la méthionine synthétase ➃.
Les substrats nucléophiles méthylés par la SAM (Figure 6.2 ➁) sont ex-
trêmement divers. Il peut en eﬀet s’agir de composés simples, tels que des ions,
comme l’oxyde d’arsenic [275] ou les halogénures (chlorure, bromure et iodure)
[276–279], ou de petites molécules, comme des acides aminés [280], des dérivés
de la caféine [281–287], etc. Parmi ces petites molécules, les neurotransmetteurs
de la famille des catécholamines (dopamine, épinéphrine et norépinéphrine) ont
été très étudiés. Ils sont inactivés du côté post-synaptique, par l’ajout entre
autre d’un groupement méthyle par la cathécol-O-méthyltransférase (COMT)
[288–292]. La COMT est la cible de nombreux traitements thérapeutiques vi-
sant à réguler la disponibilité des catécholamines [293–296]. Outre ces petits
composés, des molécules complexes comme les protéines et les acides nucléiques
sont aussi des substrats des MTases SAM dépendantes. Environ 120 membres
de la famille des MTases SAM dépendantes ont été classiﬁées (EC 2.1.1.x)
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selon leur spéciﬁcité de substrat (petite molécule, lipide, protéine, acide nu-
cléique, etc.) et selon l’atome cible de la méthylation (azote, oxygène, carbone,
soufre, etc.).
La SAM, un cofacteur versatile
Cependant, même si l’implication majeure de la SAM dans le métabolisme
implique bien les réactions de méthylation, la seule intervention de la SAM
comme cofacteur donneur de méthyle ne saurait décrire l’incroyable diversité
des réactions auxquelles elle prend part [297]. Cette versatilité surprenante
s’explique principalement par l’électrophilie importante de tous les carbones
adjacents au sulfonium. La SAM est la source de groupements méthylène pour
la synthèse d’acides gras contenant une fonction cyclopropane (CFA pour Cy-
clopropane Fatty Acids) [298, 299]. Elle est aussi la source de groupements
amino sur la voie de biosynthèse de la biotine [300, 301], de groupements ri-
bosyle pour la synthèse de la queuosine, un nucléoside hypermodiﬁé rencontré
dans les ARNt [302–304], et de groupements aminoalkyle entre autres pour la
synthèse des polyamines comme la spermidine [305, 306] et pour la formation
de 3-(3-amino-3-carboxypropyl)uridine (acp3U), un nucléoside modiﬁé rencon-
tré dans la boucle variable de certains ARNt de Bacteria [307] et dans les
ARNr des Archaea [308].
Outre toutes ces réactions, dans laquelle la SAM exhibe une réactivité io-
nique extrêmement variée, elle intervient aussi dans des réactions radicalaires,
comme donneur de radicaux 5➐-désoxyadénosyle [309–311]. Des enzymes possé-
dant un centre Fer-Soufre [4Fe–4S] réalisent la coupure homolytique de la liai-
son S–C(5➐-désoxyadénosyle) de la SAM après la réduction à 1 électron de celle-
ci, ce qui conduit à la formation de méthionine et du radical 5➐-désoxyadénosyle
qui peut alors être utilisé comme initiateur de réactions radicalaires.
Même si la SAM intervient dans des réactions biochimiques variées, son
implication majeure reste cependant le transfert de groupement méthyle. Les
MTases SAM dépendantes interviennent, comme nous l’avons vu, dans la mé-
thylation de nombreux substrats et agissent sur des atomes cibles variés. La
première structure de MTase SAM dépendante — la m5C ADNMTase M❨HhaI
[312] — a été déterminée en 1993. D’autres structures ont par la suite révélé
une convergence fonctionnelle pour les MTases SAM dépendantes, qui en ef-
fet présentent plusieurs repliements distincts. Cinq classes de MTases SAM
dépendantes ont été déﬁnies d’après leur structure.
6.1.2 Classification des méthyltransférases
Même si actuellement 5 classes de MTases SAM dépendantes sont connues,
elles ne sont pas toutes également représentées dans la PDB (Protein Data
Bank). La Classe I est la plus représentée, avec environ 90 % des MTases SAM
dépendantes [265]. L’enzyme ayant fait l’objet de mon travail de thèse fait elle
aussi partie de cette classe de MTase. Pour ces raisons, nous allons présenter
la Classe I en détail et nous décrirons les autres classes plus succinctement.
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MTases de Classe I
Repliement canonique Le repliement des MTases de Classe I s’organise
autour d’un cœur très conservé auquel vient éventuellement s’ajouter quelques
éléments supplémentaires. Le cœur des MTases de Classe I (Figure 6.3)
consiste en une alternance de brins β (β1–β7) et d’hélices α (αZ et αA–αE). Les
brins β forment un large feuillet β central à 7 brins, sur lequel viennent s’agen-
cer les hélices α— trois de chaque côté. Les brins β sont presque tous parallèles,
excepté le brin β7 qui vient s’insérer entre les brins β6 et β5 de façon antipa-
rallèle. La position relative des brins β est la suivante : 6 ✁ 7 ✄ 5 ✁ 4 ✁ 1 ✁ 2 ✁ 3 ✁
(Figure 6.3 B). Le premier brin β se termine généralement par le motif
GxGxG — la signature du site de ﬁxation d’un nucléotide — et vient étroi-
tement épouser la SAM avant le début de l’hélice αA. A part le brin β7, ce
repliement est très similaire aux domaines de liaison aux dinucléotides NAD
et NADP, qui possèdent le repliement bien connu dit de Rossmann (Rossmann
fold) [313]. Dans les deux cas, le point d’inversion topologique entre les brins
β1 et β4 — β1 à β3 dans un sens, et β4 à β6 dans l’autre sens — forme un sillon

































Figure 6.3 – Organisation tridimensionnelle des MTases de Classe I
A : Repliement caractéristique des MTases de Classe I. L’extrémité N-terminale
est en bleu foncé et l’extrémité C-terminale en rouge. La SAM est représentée en
bâtonnets. La structure correspond à la Catéchol-O-MTase de Rat (PDB code 1VID)
[292]. B : Diagramme topologique des MTases de Classe I. Les hélices α sont en bleu,
les brins β en vert, et le site de ﬁxation de la SAM (AdoMet) en jaune. Diagramme
d’après Schubert et al. [265].
Variations par rapport au repliement canonique La partie C-terminale
des MTases (hélices αD–αE & brins β4–β7) est responsable de la liaison au sub-
strat cible de la méthylation. Cette partie est donc beaucoup plus sujette à
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variation, vis-à-vis du repliement canonique, que la partie N-terminale, qui lie
le cofacteur commun SAM. Par exemple, les brins β6 et β7 sont inversés dans la
séquence primaire des MTases réparatrices des isoaspartates (PIMT pour Pro-
tein Isoaspartyl MTases), résidus rencontrés dans les protéines endommagées
[314]. Ces mêmes brins sont absents des MTases de protéines spéciﬁques des
résidus arginines (PRMT pour Protein R (arginine) MTases) [315]. Certaines
MTases disposent, en plus du domaine central, de domaines auxiliaires, en po-
sition N ou C-terminale, ou même insérés entre deux éléments prenant part au
repliement canonique. Ces domaines sont interprétés comme des domaines de
ﬁxation au substrat. Ils permettent ainsi une déclinaison plus importante des
substrats reconnus et méthylés par les MTases SAM dépendantes. Les petites
variations rencontrées dans les structures de MTases, par rapport à l’archétype
de repliement des MTases de Classe I sont très bien détaillées dans Martin et
al. [264].
Le site de fixation de la SAM Un point important à relever en ce qui
concerne le site de ﬁxation de la SAM, est que même si la localisation de celui-
ci au sein du repliement canonique est très conservé, les résidus directement
impliqués dans la ﬁxation, eux le sont moins. La SAM adopte une conformation
allongée et vient se loger au point d’inversion topologique entre les brins β1 et
β4. Elle est essentiellement liée par les 4 boucles situées entre les éléments β1
et αA, β2 et αB, β3 et αC et β4 et αD. Plus précisément, la partie aminoacide
est liée par la boucle reliant le brin β1 à l’hélice αA — essentiellement par des
interactions faisant intervenir la chaîne principale d’un motif conservé GxGxG
— ainsi que par la boucle reliant le brin β4 à l’hélice αD. La partie ribose est
quant-à-elle liée à la fois par la boucle reliant le brin β1 à l’hélice αA et par celle
reliant le brin β2 à l’hélice αB. Le cycle purine de l’adénine est lié par un petit
nombre de contacts qu’il eﬀectue avec les boucles reliant le brin β2 à l’hélice αB
et le brin β3 à l’hélice αC. La localisation de la SAM par rapport aux éléments
de structure secondaire est ainsi très conservée, mais celle-ci ne s’accompagne
pas d’une conservation des fonctions chimiques des chaînes latérales des résidus
impliqués dans la ﬁxation du cofacteur. Les résidus hydrophobes en interaction
avec les parties aromatique et alkyle de la SAM sont en eﬀet peu conservés.
Les résidus F, I, V, W, P et M sont souvent retrouvés, et leur utilisation diﬀère
selon les sous-familles d’enzymes [264]. Les seuls résidus extrêmement conservés
pour la ﬁxation de la SAM, dans la famille des MTases SAM dépendantes de
Classe I, sont ceux du motif déjà évoqué GxGxG, et un résidu E/D à la ﬁn du
brin β2, venant reconnaître les hydroxyles du ribose de la SAM [316].
MTases des Classes II à V
En 1996, soit trois ans après la première structure de MTase de Classe I, une
nouvelle structure de MTase SAM dépendante montre un repliement diﬀérent
de celui adopté par les MTases alors connues [317]. Cette enzyme — la méthio-
nine synthétase cobalamine dépendante — va déﬁnir l’archétype des MTases
de Classe II. Par la suite, en 1998 [318] puis en 2002 [319–325], trois nouvelles
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familles de MTases ont été découvertes. Elles constituent les MTases de Classes
III, IV et V. L’organisation tridimensionnelle des MTases des Classes II à V
est présentée à la Figure 6.4 au travers de la structure d’une MTase de la
famille et du diagramme topologique correspondant.
MTase de Classe II Cette famille ne comprend en fait à ce jour qu’une seule
enzyme — le domaine de réactivation de la méthionine synthétase cobalamine
dépendante (MetH). Cette enzyme produit de la méthionine en transférant le
groupement méthyle du 5-méthyl-tétrahydrofolate à une molécule d’homocys-
téine, et utilise le cofacteur cobalamine (B12) comme relais (Figure 6.2 ➃
et Paragraphe 6.1.1). Périodiquement, le cobalt du cofacteur B12 est oxydé
et devient alors inactif. Sa réactivation nécessite une méthylation réductive
à partir de SAM et de ﬂavodoxine. Celle-ci est eﬀectuée par le domaine de
réactivation de MetH.
MTases de Classe III Cette famille comprend les enzymes réalisant les
diﬀérentes méthylation du cycle tétrapyrrolique sur la voie de biosynthèse de la
vitamine B12 [318, 326–329]. On parle de précorrine MTases. Il est intéressant
de noter que toutes les précorrines MTases n’appartiennent pas à la Classe
III des MTases SAM dépendantes. Certaines adoptent en eﬀet le repliement
caractéristique de la Classe I [330].
MTases de Classe IV Cette famille, aussi appelée SPOUT, comprend es-
sentiellement des ARNr et ARNt MTases [331, 332]. Le repliement de cette
famille n’est pas sans rappeler celui de la Classe I (Figure 6.3 et Figure 6.4
C). Elle comprend en eﬀet un feuillet β central à 6 brins parallèles ﬂanqué
d’hélices α de part et d’autre. La principale diﬀérence a lieu dans la partie C-
terminale, dans laquelle les protéines de la famille SPOUT se replie en formant
un nœud topologique, au niveau de l’hélice représentée en magenta sur la Fi-
gure 6.4 C. Malgré cette ressemblance structurale, il n’y a pas de similarité
de séquence entre les MTases des classes I & IV [333]. Cependant, même si
ceci est loin d’être évident, ces deux classes pourraient provenir d’une MTase
ancestrale commune [333].
MTases de Classe V Cette famille, également appelée MTases à domaine-
SET, comprend des MTases transférant un groupement méthyle sur des ré-
sidus lysine de protéines nucléaires impliquées dans le fonctionnement de la
chromatine et dans la régulation de la transcription [334], comme les histones
[335–337], TAF10 [338], le suppresseur de tumeur p53 [339], mais aussi sur
d’autres protéines comme la Rubisco [321] ou le cytochrome c [340, 341]. Les
MTases de cette famille à domaine SET se replient comme les MTases SPOUT,
en formant un nœud topologique, au niveau de l’hélice représentée en magenta
sur la Figure 6.4 D. Il est intéressant de noter que dans les deux cas, la région
du nœud intervient dans la ﬁxation de la SAM.
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A   Classe II B   Classe III
C   Classe IV
D   Classe V
Figure 6.4 – Organisation tridimensionnelle des MTases de Classe II–V
A : MTases de Classe II. Domaine de réactivation de la méthionine synthétase (PDB
code 1MSK) [317]. B : MTases de Classe III. Cobalt Précorrine-4 MTase (PDB code
1CBF) [318]. C : MTases de Classe IV, la famille SPOUT. ARNr MTase (PDB code
1MXI) [342].D : MTases de Classe V, la famille SET. Lysine Histone N-MTase (PDB
code 1O9S) [335]. Ces deux dernières familles présentent un nœud topologique, au
niveau de l’hélice représentée en magenta sur le diagramme. Les hélices α sont en
bleu, les brins β en vert, et le site de ﬁxation du cofacteur AdoMet en jaune. Les
hélices α non conservées parmi les diﬀérents membres de la famille sont en rose.
Diagrammes topologiques d’après Schubert et al. [265].
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Comme nous l’avons vu, la majorité des MTases SAM dépendantes se re-
plient selon le repliement canonique des MTases de Classe I. Cependant, même
si ce repliement est très conservé, les analyses comparatives de séquences de
MTases ne montrent que peu de similarité [263, 333]. Des similarités de sé-
quence existent tout de même et sont particulièrement visibles sur les régions
du repliement qui participent à la liaison de la SAM. Des motifs conservés
ont initialement été identiﬁés chez les m5C ADN MTases [343]. Ils étaient au
nombre de 10 (motifs I à X). Ils ont été numérotés dans leur ordre d’appa-
rition sur la séquence des m5C ADN MTases. Par la suite, il est apparu que
le motif IX n’était pas conservé chez l’ensemble des DNA MTases [344]. Il
est aussi apparu que l’ordre des motifs n’était pas conservé chez toutes les
MTases de Classe I, mais que de façon surprenante leur localisation spatiale,
elle l’était bien. Ainsi plusieurs sous-classes de DNA MTases diﬀèrent par des
permutations circulaires de l’ordre des motifs [344, 345], qui n’aﬀectent pas la
disposition de ceux-ci par rapport aux motifs de structure secondaire. Nous
allons dans le Paragraphe suivant détailler quelques points concernant ces
motifs carcatéristiques des MTases.
6.1.3 Motifs conservés parmi les méthyltransférases de
Classe I
L’ordre des motifs le plus fréquemment rencontré est quasi identique à celui
initialement rencontré dans les m5C ADN MTases [343]. La diﬀérence majeure
réside dans la position du motif X, situé au niveau de l’hélice αZ dans la partie
N-terminale, et donc situé avant le motif I sur les séquences. L’autre diﬀérence
est celle déjà évoquée de l’absence de motif IX dans la plupart des MTases.
La localisation des diﬀérents motifs par rapport aux éléments de structure














Figure 6.5 – Localisation des motifs conservés parmi les MTases de
Classe I
La localisation des motifs X et I à VIII est présenté sur le diagramme topologique
canonique des MTases de Classe I. Les hélices α sont en bleu, les feuillets β en vert.
Pour la dénomination des hélices et des feuillets, voir le Paragraphe 6.1.2.
100 Chapitre 6. Contexte biologique
Les motifs I à IV prennent part à la ﬁxation de la SAM et se retrouvent
donc assez facilement parmi les diﬀérentes familles de MTases. Les motifs X,
V, VI, VII et VIII sont moins bien conservés. Quelques uns de ces motifs — les
motifs VI, VIII et quelques fois X — prennent part à la formation du site actif
et à la catalyse [346–350]. Ils participent ainsi à la déﬁnition de la spéciﬁcité de
substrat. Les motifs V et VII, situés sur les hélices αD et αE semblent surtout
importants pour la stabilité structurale du repliement.
Avant les études structurales sur les ADN MTases, les rôles de deux motifs
centraux dans le fonctionnement de ces enzymes étaient connus. Il s’agissait
des motifs I et IV, dont nous dirons quelques mots dans la suite du texte. Par la
suite, les études structurales combinées à des études fonctionnelles ont permis
de comprendre l’implication de tous ces motifs dans la ﬁxation des substrats
et dans la catalyse.
Motif I Il comprend la séquence GxGxG, la signature du site de ﬁxation
de la SAM chez les MTases de Classe I. Les trois glycines ne sont pas tou-
jours conservées, mais les substitutions font intervenir des résidus possédant
une courte chaîne latérale [333]. Comme nous l’avons déjà mentionné, cette sé-
quence est localisée dans la boucle reliant le brin β1 à l’hélice αA. Elle épouse
étroitement la partie amino-carboxylate de la SAM.
Motif IV Le motif IV, situé à la charnière entre le site de ﬁxation de la SAM
et celui du substrat, se trouve à une position clé chez les MTases de Classe I.
Les résidus de ce motif prennent souvent part à la catalyse du transfert de
méthyle, en agissant comme base ou comme nucléophile. Ainsi, chez les m5C
ADN MTases, le motif IV contient un dipeptide invariant Pro-Cys, dont la
cystéine est connue pour intervenir comme résidu catalytique nucléophile, et
pour former un intermédiaire covalent avec le substrat ADN [351–355]. Chez
certaines m5C ARN MTases, ce rôle de nucléophile est joué par une cystéine
conservée du motif VI [348, 349], alors que la cystéine conservée du motif
IV semble intervenir dans l’étape de dissociation de l’intermédiaire covalent,
en jouant le rôle de base [356, 357]. Ce dipeptide Pro-Cys n’est pas conservé
chez les m4C et m6A ADN MTases. Chez ces enzymes, le motif IV contient la
séquence conservée (D/N/S)PP(Y/F), à une position structurale analogue à
celle du dipeptide Pro-Cys des m5C ADN MTases. Le résidu D/N/S du motif
IV intervient comme catalyseur basique, en acceptant le proton de l’amino
exocyclique [346, 347, 358, 359]. De plus le résidu aromatique Y/F du motif
IV intervient comme catalyseur cation–pi [346, 347, 360–363].
Le Paragraphe 6.1 sur les Méthyltransférases nous a permis de mettre en
évidence l’extraordinaire diversité de la famille des MTases SAM dépendantes,
tant au niveau du type de substrats méthylés que des atomes cibles de la
méthylation. Le travail de thèse présenté dans cette partie s’est intéressé à une
méthyltransférase des ARN de transfert. Aussi, dans la suite du texte, allons
nous nous intéresser aux méthylations rencontrées dans les ARNt.
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6.2 Les méthyltransférases d’ARNt
La méthylation des nucléotides est la modiﬁcation post-transcriptionnelle la
plus fréquemment rencontrée dans les ARNt. Elle peut ainsi représenter entre
30 et 70 % des nucléotides modiﬁés selon l’ARNt considéré. Les méthylations
rencontrées dans les ARNt sont très variées et agissent aussi bien au niveau de
la base, qu’au niveau du ribose [364–366].
Diversité des méthylations rencontrées dans les ARNt
En ce qui concerne la méthylation des bases, les quatre nucléotides cano-
niques (A, U, G et C) sont sujets à méthylation. Elles ont lieu aussi bien sur les
atomes de carbone que sur les atomes d’azote des cycles purine et pyrimidine,
et ce sur des positions tant endocycliques qu’exocycliques. On note le nucléo-
side méthylé sur la base en faisant précéder la lettre correspondant à la nature
du nucléoside par la lettre « m » en minuscule avec le chiﬀre correspondant à
la position méthylée en exposant de celle-ci (pour la nomenclature des cycles
purique et pyrimidique voir Figure 1.2 page 5). Lorsque la position exocy-
clique est deux fois méthylée, ceci est signalé en plaçant le chiﬀre 2 en indice
de la lettre « m » correspondante. On obtient ainsi par exemple les nucléosides
modiﬁés m1A, m7G, m5U, m5C, et m2
2
G (Figures 1.10 et 1.11 page 17).
La méthylation du ribose a quant-à-elle toujours lieu sur le groupement
hydroxyle en 2➐, et aﬀecte aussi les quatre nucléotides canoniques A, U, G et
C. On note le nucléotide méthylé sur l’hydroxyle en 2➐ du ribose en faisant
suivre la lettre correspondant à la nature du nucléotide par la lettre « m » en
minuscule. On obtient ainsi par exemple les nucléotides modiﬁés Am, Um, Gm
et Cm, et en combinant avec les modiﬁcations de la base, m1Am ou m5Um
(Figures 1.10 et 1.11 page 17).
Rôle des méthylations rencontrées dans les ARNt
Le rôle des méthylations rencontrées dans les ARNt a déjà été évoqué lors
du Paragraphe 1.3.2. Rappelons seulement succinctement que :
– Les méthylations du ribose sur le groupement 2➐OH favorisent une confor-
mation C3➐-endo. Cette conformation induit une stabilité thermodyna-
mique supplémentaire aux nucléotides présentant cette modiﬁcation, et
donc aux ARNt qui en sont pourvus [110].
– De façon générale, les méthylations des bases augmente la stabilité des
ARNt en favorisant les interactions d’empilement [110].
– Certaines méthylations (m1A, m7G et m3C) introduisent une charge po-
sitive au niveau de la base et peuvent ainsi induire des eﬀets électrosta-
tiques forts en minimisant la répulsion électrostatique des groupements
phosphate du squelette [108].
– Certaines modiﬁcations peuvent bloquer la face d’interaction Watson-
Crick d’un nucléotide, et empêcher ainsi qu’il prenne part à des apparie-
ments canoniques. Ceci peut avoir une inﬂuence sur le repliement propre
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des ARNt [112], mais aussi sur les interactions codon–anticodon et ainsi
diminuer les phénomènes de décalage de cadre de lecture [96].
Repliement des MTases d’ARNt
La plupart des MTases d’ARNt appartiennent à la Classe I des MTases
SAM dépendantes. Cependant, un petit nombre adopte le repliement des MTases
de Classe IV (Paragraphe 6.1.2) [331, 367]. Cette classe est aussi appelée
SPOUT, du nom des deux principales familles d’enzymes la constituant, SpoU
et TrmD. En ce qui concerne les ARNt, les enzymes de cette classe catalysent
la formation de m1G (TrmD) [332, 368] et la méthylation sur l’hydroxyle 2➐OH
du ribose (SpoU, TrmH) [369, 370]. A ce jour, aucune MTase d’ARNt appar-
tenant à une autre classe de MTases que les Classes I et IV n’a été identiﬁée.
Atomes cibles et mécanisme
Les atomes cibles des méthylations dans les ARNt sont aussi très variés.
Et de ce fait, les mécanismes de méthylation le sont aussi. En eﬀet, les MTases
d’ARNt agissent sur des atomes d’oxygène, de carbone, d’azote ou de soufre
[82]. En ce qui concerne les atomes d’oxygène, on ne trouve que des méthy-
lations sur l’hydroxyle 2➐OH du ribose. Les atomes d’azote se répartissent en
deux classes distinctes : les azotes exocycliques (dans les groupements amino
NH2) et les azotes endocycliques des cycles purines (N1 et N7) et pyrimidines
(N3). En eﬀet, leur nucléophilie peut être bien diﬀérente. Ainsi par exemple,
les azotes exocycliques présentent toujours un doublet électronique libre, alors
que les azotes endocycliques peuvent en être dépourvus, comme c’est le cas
pour le N1 des G et le N3 des U qui doivent subir une déprotonation pour de-
venir nucléophiles. En ce qui concerne les atomes de carbone, il s’agit presque
exclusivement de méthylation en position 5 des cycles pyrimidines C et U.
La question générale sous entendue derrière celle du mécanisme, dans le cas
des MTases, est la suivante : comment l’enzyme active-t-elle la nucléophilie de
l’atome cible de la méthylation ? Dans bien des cas, il semble que le substrat
à méthyler soit suﬃsamment nucléophile pour que la simple ﬁxation des deux
substrats, nucléophile et SAM, dans une orientation adéquate, suﬃsent à la
catalyse [82]. Dans d’autres cas, le nucléophile est en quelque sorte caché et
l’enzyme doit d’abord révéler ce caractère du substrat soit par une déproto-
nation — comme dans le cas des m1G MTases [332, 368] — soit par attaque
nucléophile — comme dans le cas des m5C [349] et m5U MTases [371, 372].
Ainsi, à l’image de la diversité des méthylations rencontrées dans les nucléo-
tides modiﬁés, la famille des MTases d’ARNt est extrêmement variée — tant au
niveau de leur repliement et donc de leur origine phylogénétique qu’au niveau
de la chimie du transfert de méthyle. Le travail retracé dans cette Partie a
consisté en l’étude d’une m1A MTase d’ARNt. Aussi dans la suite allons nous
nous intéresser plus particulièrement à ce nucléotide modiﬁé, et aux enzymes
catalysant cette modiﬁcation.
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6.3 Les m1A méthytransférases d’ARNt
6.3.1 Le nucléotide m1A et sa localisation au sein des
ARNt
La découverte et l’identiﬁcation du nucléotide m1A dans l’ARN date du
début des années 60 [373, 374]. Sa structure chimique est représentée à la
Figure 6.6 A. C’est l’un des rares nucléotides à posséder une charge positive
(avec les nucléotides m7G et m3C). Comme nous l’avons déjà plusieurs fois
mentionné, ceci pourrait jouer un rôle non négligeable dans la stabilité des
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Figure 6.6 – Le nucléotide m1A dans les ARNt
A : Structure chimique de la base m1A. B : Positions auxquelles est rencontré le
nucléotide modiﬁé m1A. Les lettres A, E et B désignent le règne du vivant dans
lequel on retrouve cette modiﬁcation (Archaea, Eukarya et Bacteria). M signiﬁe que
la modiﬁcation est rencontrée dans les ARNt mitochondriaux. D’après Anderson &
Droogmans [375].
Le nucléotide m1A est rencontré dans les ARNt aux positions 9, 14, 22,
57 (de façon transitoire) et 58 (Figure 6.6 B). Alors que la modiﬁcation aux
positions 9, 14, 22 et 57 n’est caractéristique que d’un des règnes du vivant
(Archaea, Eukarya ou Bacteria), ou des ARNt mitochondriaux, la modiﬁcation
m1A à la position 58 est quant-à-elle rencontrée parmi les ARNt des trois règnes
du vivant. Le nucléotide m1A en position 57 est un intermédiaire sur la voie
de biosynthèse du nucléotide modiﬁé m1I chez les Archaea (Figure 6.6 B et
Figure 6.8).
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Le fait que le nucléotide modiﬁé m1A soit très souvent rencontré en position
58 — environ 25 % des ARNt séquencés portant un A en position 58 sont
modiﬁés en m1A58 — et ce chez les trois domaines du vivant, a communément
fait admettre que cette modiﬁcation conservée par l’évolution jouait un rôle
dans la structure et/ou la fonction des ARNt [376, 377]. Nous décrirons dans
la suite ce que l’on connaît actuellement concernant la modiﬁcation m1A58.
6.3.2 Les m1A58 MTases
Même si le nucléotide modiﬁé m1A est connu depuis plus de 40 ans [373,
374], et que des études réalisées sur des extraits cellulaires d’organisme ther-
mophiles [378, 379] ou de foie de rat [380] ont permis de mettre en évidence des
activités de m1A MTase, l’étude de cette famille d’enzyme n’a réellement pris
de l’ampleur que depuis l’identiﬁcation de la m1A58 MTase de levure en 2000
par l’équipe de James Anderson. En eﬀet, la puriﬁcation et la caractérisation
de la m1A58 MTase de S. cerevisiae [381, 382] a permis d’identiﬁer et de cloner
les MTases correspondantes chez l’homme [383], chez T. thermophilus [111], et
chez P. abyssi [384].
La famille des m1A58 MTases
Le travail initial de l’équipe de James Anderson a montré que la m1A58
MTase de levure est une enzyme hétérotétramérique α2β2 codée par deux
gènes essentiels, GCD10 et GCD14 (renommés par la suite TRM6 et TRM61),
à l’origine respectivement des deux sous-unités de l’enzyme. La sous-unité
Trm61p est responsable de la ﬁxation de la SAM et de la catalyse mais ne
peut pas catalyser seule la réaction de transfert de méthyle puisque les deux
sous-unités Trm61p et Trm6p sont essentielles à la ﬁxation du substrat ARNt
[381, 382, 385]. Des homologues de la sous-unité Trm61p ont ensuite été iden-
tiﬁés chez les procaryotes [377], et leur activité présumée de m1A58 MTase
a par la suite été vériﬁée chez T. thermophilus [111], P. abyssi [384] et M.
tuberculosis [386]. De façon intéressante, la structure de cette dernière — la
m1A58 MTase de M. tuberculosis — avait été déterminée en 2001 sans que sa
fonction soit alors connue [387]. Actuellement, les seules structures de m1A58
MTases caractérisées en tant que telles sont celle deM. tuberculosis (PDB code
1I9G) [387], et celle de T. thermophilus (PDB code 2PWY) [350]. Contraire-
ment aux m1A58 MTases eucaryotes, les enzymes procaryotes (appelées TrmI)
ne possèdent pas la sous-unité Trm6p. Ces enzymes sont ainsi des homotétra-
mères α4.
Un alignement de séquences de la famille des m1A58 MTases est présenté
à la Figure 6.7. Les séquences des protéines procaryotiques TrmI de T. ther-
mophilus, M. tuberculosis et P. abyssi y sont alignés avec leurs homologues
Trm61p de S. cerevisiae, H. sapiens et M. musculus. Cet alignement montre
que ces enzymes ne partagent pas seulement le site de ﬁxation de la SAM,
mais aussi les autres motifs caractéristiques des MTases de Classe I (Voir Pa-
ragraphe 6.1.3 pour la description des motifs).
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Figure 6.7 – Alignement de séquences de la famille m1A58 MTases
Les séquences des protéines procaryotiques TrmI de T. thermophilus, M. tuberculo-
sis et P. abyssi y sont alignés avec leurs homologues Trm61p de M. musculus, H.
sapiens et S. cerevisiae. La numérotation des résidus correspond à la séquence de T.
thermophilus. Les résidus très conservés sont représentés sur fond bleu foncé, et les
résidus présentant les mêmes propriétés physico-chimiques sont représentés sur fond
bleu clair. La structure secondaire de T. thermophilus TrmI est représentée sous les
séquences avec des ﬂèches pour les brins β et des cylindres pour les hélices α. Les
noms des éléments de structure secondaire correspondent à ceux déﬁnits à la Fi-
gure 6.3. Les motifs conservés parmi les MTases SAM dépendantes de Classe I sont
également représentés. Leur délimitation correspond à celle proposée par Bujnicki
[377].
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Particularités biochimiques des m1A58 MTases
Spécificité vis-à-vis du substrat Une étude réalisée sur l’enzyme TrmI de
T. thermophilus puriﬁée à partir du thermophile s’est intéressée à la spéciﬁcité
de cette enzyme vis-à-vis du substrat ARNt [378]. Cette étude a montré que
l’enzyme était capable de transférer le groupement méthyle de la SAM à la moi-
tié 3➐ de l’ARNt initiateur de E. coli, suggérant que le site de reconnaissance
principal doit se situer dans le bras T de l’ARNt et que l’enzyme ne reconnaît
pas l’architecture générale de l’ARNt. Il a également été montré que la m1A58
MTase de Tetrahymena pyriformis, puriﬁée à partir du protozoaire, pouvait
méthyler un ARN de 17 nucléotides correspondant au bras T d’un ARNt [82].
De plus, l’enzyme TrmI de P. abyssi est capable de méthyler un fragment
d’ARNt comprenant la tige acceptrice prolongée de la tige-boucle TΨC [379].
Ces résultats sont également en accord avec les résultats d’expériences réalisées
par Jaunius Urbonavicius sur les enzymes TrmI de T. thermophilus et de
P. abyssi, qui ont montré que ces deux enzymes étaient capables de transférer
le groupement méthyle de la SAM à une tige-boucle de 17 nucléotides mimant
le bras T de l’ARNt initiateur de T. thermophilus et portant les deux modi-
ﬁcations conservées T54 et Ψ55 [388]. Il a également été montré que la m1A58
MTase de Xenopus laevis a la capacité de méthyler des ARNt portants des
mutations qui aﬀectent leur structure tridimensionnelle [389]. Ainsi, la m1A58
MTase de Xenopus laevis ne reconnaît pas, elle non plus, la structure tridi-
mensionnelle de l’ARNt, mais seulement des éléments de structure secondaire.
Tous ces résultats suggèrent que les m1A58 MTases, procaryotes et euca-
ryotes, possèdent leur motif principal de reconnaissance dans le bras T des
ARNt.
Multispécificité de l’enzyme TrmI de P. abyssi La biosynthèse du
nucléotide modiﬁé m1I57 chez les Archaea est un processus en deux étapes. Le
nucléotide A57 est tout d’abord méthylé en m1A57 puis celui-ci est désaminé
pour donner le nucléotide m1I57 (Figure 6.8) [390]. Cette voie diﬀère de celle de
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Figure 6.8 – Voie de biosynthèse du nucléotide m1I57 chez les Archaea
Le nucléotide A57 est d’abord méthylé en m1A57 puis désaminé en m1I57.
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L’étude biochimique de l’enzyme TrmI de P. abyssi a révélé que celle-ci était
multispéciﬁque et qu’elle catalysait la formation du nucléotide modiﬁé m1A58,
comme les autres membres de la famille TrmI, mais aussi celle du nucléotide
modiﬁé m1A57 [384]. Cette enzyme a été qualiﬁée de région-spéciﬁque, car elle
n’est pas spéciﬁque d’un nucléotide donné sur la séquence, mais de la région
de la boucle T des ARNt.
Fonctions avérées de la modification m1A58
Il est assez délicat de déterminer la fonction d’une modiﬁcation post-trans-
criptionnelle particulière. En eﬀet, la plupart des enzymes de modiﬁcations des
ARNt ne sont pas essentielles à la survie cellulaire, et les mutants défectueux
dans la synthèse d’une seule de ces modiﬁcations ne présentent que rarement un
phénotype identiﬁable. L’inactivation de la m1A58 MTase a cependant permis
la mise en évidence de phénotypes chez T. thermophilus et chez S. cerevisiae,
permettant ainsi de comprendre le rôle de cette modiﬁcation chez ces deux
organismes.
Chez Thermus thermophilus Thermus thermophilus est une bactérie ther-
mophile dont la croissance se révèle optimale entre 48 et 85 ℃. Les molé-
cules de tels organismes sont plus résistantes à la dénaturation thermique que
celles des organismes mésophiles. Dans le cas des ARNt, les modiﬁcations post-
transcriptionnelles permettent de stabiliser leur structure à haute température
[392, 393]. Certaines modiﬁcations voient même leur biosynthèse activée par
une élévation de température, comme dans le cas de la thiolation s2T54 [394],
dont la présence au sein des ARNt inﬂue sur leur stabilité vis-à-vis de la dé-
naturation thermique [395].
De façon intéressante, un mutant de T. thermophilus, dont le gène trmI a
été inactivé par l’introduction d’une cassette de résistance à un antibiotique,
a révélé un phénotype de sensibilité à la température [111]. Ce mutant pré-
sente en eﬀet un défaut de croissance à 80 ℃. Ceci suggère bien évidemment
que la méthylation de la base A58 stabilise la structure des ARNt à haute
température.
Chez Saccharomyces cerevisiae L’identiﬁcation de la m1A58 MTase de
levure par l’équipe de James Anderson est venue de l’observation que des
mutants au niveau des gènes GCD10 et GCD14 présentaient une quantité
d’ARNtMeti initiateur réduite ainsi qu’une absence de nucléotides modiﬁés m
1A
dans leurs ARNt [381]. Les auteurs ont proposé que l’absence de modiﬁcation
m1A58 donnerait une structure aberrante de l’ARNtMeti initiateur ce qui condui-
rait à sa dégradation sélective, et que cette modiﬁcation n’inﬂuerait pas sur la
structure des ARNt élongateurs [381].
Cette hypothèse pourrait paraître étrange, mais elle est parfaitement en ac-
cord avec la structure de l’ARNtMeti initiateur de levure [36]. En eﬀet, l’ARNt
Met
i
possède une structure unique au niveau des boucles T et D (Figure 6.9). Cette
structure locale unique implique trois adénosines conservées parmi les ARNt







Figure 6.9 – Structure particulière de l’ARNtMeti initiateur de levure
A : Structure secondaire de l’ARNtMeti initiateur de levure montrant les interactions
particulières par liaisons hydrogène entre les adénosines A20, A60, A54 et m1A58.
D’après Basavappa & Sigler [36]. B : Agrandissement de la région des boucles T
et D de l’ARNtMeti initiateur de levure montrant les liaisons hydrogènes entre les
adénosines A20, A60, A54 et m1A58 (PDB code 1YFG) [36].
initiateurs eucaryotes : A20, A60 et A54. Un jeu de liaisons hydrogènes particu-
lier a lieu entre ces trois adénosines par l’intermédiaire de la m1A58 (Figure
6.9A etB). La m1A58 semble ainsi jouer un rôle important dans cette structure
locale, où elle eﬀectue une paire Trans-Hoogsteen avec le A54 (A54❩✏❥m1A58).
Il n’est ainsi pas déraisonnable de penser que cette structure locale particulière
puisse être modiﬁée par la seule perte de la modiﬁcation m1A58.
Il a par la suite été montré que l’absence de la modiﬁcation m1A58 dans
l’ARNtMeti initiateur conduisait à la polyadénylation de l’extrémité 3
➐ de l’ARNt
par la polyA-polymérase Trf4p en complexe avec l’hélicase Mtr4p et la pro-
téine de ﬁxation à l’ARN Air2p. Le précurseur ARNtMeti ainsi polyadénylé est
ensuite dégradé de 3➐ en 5➐ par digestion exonucléotidique par l’exosome nu-
cléaire [396–398].
Ainsi, de façon générale, la modiﬁcation m1A58 retrouvée dans la boucle
TΨC de nombreux ARNt des trois domaines du vivant participe de façon non
négligeable à la structure et à la stabilité de ceux-ci. Dans le cas des procaryotes
thermophiles, cette modiﬁcation contribue à la stabilité des ARNt vis-à-vis de
la dénaturation thermique, et chez les eucaryotes elle participe à une structure
locale unique des ARNt initiateurs, son absence entraînant une désorganisation
de cette structure et une dégradation de l’ARNtMeti ainsi mal replié.
Chapitre 7
Etude de la m1A58 ARNt MTase
de T. thermophilus
7.1 Importance de l’étude structurale des en-
zymes de modification des ARN
La résolution de structures tridimensionnelles d’enzymes de modiﬁcations
en complexe avec leur substrat ARN est un enjeu majeur pour comprendre les
phénomènes de reconnaissance ARN–protéine, car celles-ci ne font pas inter-
venir les domaines relativement bien caractérisés de liaisons aux ARN [399–
401] — tels que les domaines RRM (RNA recognition motif ) [402], KH (K-
homology), dsRBD (double-stranded RNA-binding domain) et les domaines en
doigts de zinc ZnF (Zinc finger). A l’heure actuelle, seulement neuf structures
d’enzymes de modiﬁcation en complexe avec leur substrat ARN ont été réso-
lues, et celles-ci ont à chaque fois apporté des éléments nouveaux à la compré-
hension des interactions ARN–protéines [403–411]. Parmi ces neuf complexes,
sept impliquent les ARNt, une les ARNr et la dernière enzyme présente une
double spéciﬁcité ARNt et ARNr. Les neuf structures d’enzymes en complexe
avec leur substrat ARN sont :
– deux pseudouridine synthases (TruB) d’organismes diﬀérents, à l’origine
de la formation du Ψ55 des ARNt [403, 404]
– deux guanine transglycosylases des ARNt (ArcTGT et TGT) [405, 406]
– une m5U MTase des ARNr (RumA) [407]
– une m5U à l’origine de la formation du T54 des ARNt (TrmA) [411]
– une désaminase (TadA) à l’origine de la formation d’inosine en position
wobble des ARNt [408]
– une thiouridylase (MnmA) à l’origine de la formation de s2U en position
wobble des ARNt [409]
– et enﬁn une pseudouridine synthase (RluA) présentant la double spéciﬁ-
cité ARNt et ARNr [410]
Parmi les structures de complexes impliquant un ARNt, deux seulement
ont été résolues en présence d’un ARNt de pleine taille [405, 409]. La plupart
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ont en eﬀet été résolues avec des mini-substrats de l’enzyme, en l’occurrence
des tiges-boucles mimant la région concernée par la modiﬁcation — le bras T
[403, 404, 411] ou la tige-boucle anticodon [406, 408, 410].
Même si les enzymes de modiﬁcation ne présentent pas les domaines clas-
siques de liaison aux ARN (RRM, KH, dsRBD, ZnF), elles présentent toutefois,
et de manière plus ou moins universelle, une organisation modulaire, avec un
domaine catalytique et des domaines additionnels, dont l’un des rôles supposés
serait de participer à la reconnaissance de l’ARN cible. Ces domaines addition-
nels, bien qu’ils ne leur soient pas spéciﬁques, sont principalement retrouvés
chez les enzymes de modiﬁcation. Il s’agit par exemple des domaines PUA
(pour PseudoUridine synthase & Archeosine transglycosylase) [412], THUMP
(pour THioUridine synthases, RNA MTases & Pseudouridine synthases) [413]
et TRAM (pour TRm2 & MiaB domain) [414]. Ces domaines ont été très peu
caractérisés, et même si certaines structures ont montré une participation évi-
dente de certains d’entre eux dans la ﬁxation de l’ARN cible (TRAM & PUA)
[405, 407], tous ces domaines supposés de liaison à l’ARN n’ont pas d’aﬃnité
propre pour leur substrat ARN in vitro [415, 416]. Il a ainsi été proposé que
ces domaines additionnels participeraient à la stabilisation de l’ARN dans une
conformation active, nécessaire à la catalyse, mais ne seraient pas les premiers
acteurs de la reconnaissance.
Ainsi, de nouvelles structures de complexes ARN–enzyme de modiﬁcation,
apporteraient à coup sûr des éléments nouveaux et passionnants quant aux
interactions ARN–protéines. Notamment, toutes les structures d’enzymes de
modiﬁcation en complexe avec leur substrat ARN [403–411] ont montré des
déformations plus ou moins importantes de l’ARN — allant d’un simple re-
tournement de la base à modiﬁer, si celle-ci est située dans une boucle accessible
comme la boucle anticodon des ARNt [406, 408–410] — à une déformation glo-
bale de l’ARNt, quittant alors son repliement classique en « L » pour adopter
une structure en « λ » dans laquelle les boucles T et D deviennent accessibles
(Figure 7.1) [405]. Il serait ainsi intéressant de voir si cette forme « λ » de
l’ARNt est une forme reconnue par diﬀérentes enzymes de modiﬁcations des
boucles T et D, où si d’autres formes non canoniques, dans lesquelles le cœur
de l’ARNt est accessible, peuvent être stabilisées par ces enzymes.
Les études structurales ont aussi permis dans quelques cas d’élucider les
mécanismes d’action de ces enzymes de modiﬁcation — de façon très élégante
pour la pseudouridine synthase TruB, la guanine transglycosylase TGT et les
m5U d’ARNr et d’ARNt [404, 406, 407, 411]. En eﬀet, l’emploi de certains
substrats modiﬁés ou d’enzymes mutées au niveau de résidus catalytiques peut
bloquer la réaction à une étape précise du mécanisme peut ainsi permettre
de piéger des intermédiaires covalents et donc d’identiﬁer les résidus clés de
l’interaction, ainsi que les diﬀérentes étapes du mécanisme. Ces intermédiaires
covalents peuvent également faciliter l’obtention de co-cristaux.
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tige acceptrice bras T
tige anticodon
bras D
Figure 7.1 – Forme « λ » de l’ARNt
Structure cristalline du complexe ArcTGT/ARNt (PDB code 1J2B) [405] dans la-
quelle la protéine ArcTGT stabilise une forme dite « λ » de l’ARNt. Le bras D
n’est plus empilé dans l’axe de la tige anticodon et les boucles T et D ne sont plus
intimement liées et sont ainsi accessibles.
La biologie structurale des enzymes de modiﬁcation des ARNt est ainsi
actuellement en plein essor, et c’est dans ce contexte que nous avons entrepris
l’étude structurale d’une enzyme de modiﬁcation des ARNt — la m1A58 ARNt
MTase de T. thermophilus ou TrmI, une méthyltransférase qui agit sur la
position 1 de la base A58 de la boucle T des ARNt (pour la nomenclature des
positions des bases voir Figure 1.2 page 5).
7.2 Projet concernant la m1A58 ARNt MTase
Initialement, notre intérêt concernant cette enzyme n’était pas de réaliser
une étude structurale, mais de l’utiliser pour introduire la modiﬁcation m1A58
dans l’ARNtLys
3
humain produit dans E. coli. Nous utilisons en eﬀet au labo-
ratoire cet ARNt comme modèle pour l’étude de la formation du complexe
d’initiation de la transcription inverse du VIH-1 (voir Partie I). Celui-ci, bien
que fonctionnel dans les tests de transcription inverse [113], est dépourvu de
certaines modiﬁcations post-transcriptionnelles — notamment la m1A58 car
E. coli ne possède pas la MTase correspondante. Ceci pourrait inﬂuer sur la
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fusion de l’ARNtLys
3
amorce et donc jouer un rôle non négligeable dans la
formation de l’hybride ARNtLys
3
/ARN viral. Le clone permettant la surpro-
duction de la m1A58 ARNt MTase de T. thermophilus [111] nous a été donné
par l’équipe de Louis Droogmans (Laboratoire de Microbiologie, Université
Libre de Bruxelles, Belgique), ce qui nous a permis de réaliser avec succès la
méthylation de l’ARNtLys
3
. Mais une inﬂuence de cette modiﬁcation sur la for-
mation de la fusion de l’ARNtLys
3
n’a pas pu être mise en évidence. Cette étude
à été réalisée pendant mon stage de Master 2 qui a directement précédé mon
travail de thèse. Elle n’a pas été poursuivie et nous n’en parlerons plus dans
la suite.
Comme nous étions alors en possession d’une grande quantité de protéine
TrmI puriﬁée, et que nous disposons au laboratoire de tout l’arsenal néces-
saire à la cristallogénèse — notamment un robot permettant de tester sur la
même boîte les 96 conditions des kits commerciaux — il n’a pas été diﬃcile de
réaliser les premiers essais de cristallisation. Ceux-ci ont donné de nombreuses
pistes encourageantes et c’est à ce moment que nous avons en quelque sorte
débuté le projet d’étude structurale de TrmI. Nous avons rapidement envisagé
de réaliser la structure de TrmI en complexe avec son partenaire ARN, car
l’équipe possède un grand savoir faire dans la production et la puriﬁcation des
ARNt. Pour cela, nous avons puriﬁé divers ARNt pleine longueur — d’une
part l’ARNtMetf initiateur d’E. coli, car nous savions que nous pouvions l’obte-
nir très pur, contrairement à d’autres ARNt dont nous réalisons la production
au laboratoire — et d’autre part l’ARNtPhe de levure, qui est commercial, et
dont la cristallisation est abondamment documentée. Nous avons aussi réalisé
les essais de co-cristallisation de TrmI avec divers fragments d’ARN — essen-
tiellement des tiges-boucles mimant le bras T d’un ARNt — car nous savions
grâce à des expériences réalisées par Jaunius Urbonavicius, alors en stage
post-doctoral dans l’équipe d’Henri Grosjean et de Béatrice Golinelli (La-
boratoire d’Enzymologie et de Biochimie Structurale, Gif-sur-Yvette), que ces
tiges-boucles étaient substrat de notre enzyme.
Cependant, que ce soit pour les ARNt pleine longueur ou les petits frag-
ments, nous n’avons pas obtenu de co-cristaux et n’avons donc pas résolu la
structure du complexe. On peut tenter de proposer quelques raisons à cela :
– D’une part, la protéine TrmI a révélé une forte propension à cristalliser
seule — ce qu’ont montré tous les essais de cristallisation — et cette
cristallisation rapide l’exclurait d’une co-cristallisation plus lente.
– D’autre part, étant donné le mécanisme de la réaction de transfert de
méthyle — celui-ci est présenté dans l’Article 3, et sera plus amplement
discuté dans la suite de ce Chapitre — il n’est pas envisageable de
réaliser un complexe covalent enzyme–ARN, ce qui a dans de nombreux
cas aidé à la co-cristallisation [404, 406, 407].
– De plus, l’association TrmI–ARN est assez fortement dépendante de la
force ionique (voir Article 3) et de nombreuses conditions de cristallisa-
tion contiennent des sels à forte concentration.
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Par exemple, et de façon assez surprenante, nous avons obtenu dans la
même solution de cristallisation, à savoir 2.0 M de sulfate d’ammonium, des
cristaux de la protéine TrmI seule, ainsi que des cristaux du partenaire ARNt
seul. Il s’agissait en l’occurrence de l’ARNtMetf initiateur d’E. coli. La struc-
ture de cet ARNt avait été résolue en 1980 dans l’équipe d’Alexander Rich
[417]. Cependant, les coordonnées n’étaient pas disponibles dans la Protein
Data Bank (PDB) et nous avons pensé qu’il pourrait être intéressant d’aﬃner
de nouveau cette structure avec les outils dont nous disposons actuellement.
Nous avons donc réalisé l’aﬃnement de la structure de cet ARNtMetf . Cette
structure s’est révélée être particulièrement intéressante car elle a montré une
organisation unique de l’anticodon qui pourrait être à l’origine de la discrimi-
nation entre les ARNt initiateurs et élongateurs. Ce travail est présenté dans
la Partie III.
Ainsi, même si nous n’avons pas pu obtenir de cristaux du complexe TrmI–
ARNt, nous avons obtenu des cristaux de chacun des deux partenaires. Les
cristaux de TrmI nous ont permis de résoudre la structure de l’enzyme par
remplacement moléculaire 1 et de l’aﬃner jusqu’à 1.7 Å de résolution. Nous
avons par ailleurs caractérisé son interaction avec son partenaire ARNt par
des techniques biochimiques et biophysiques. Ceci a fait l’objet de l’Article 3.
7.3 Problématique et résumé de l’Article 3
Les questions que nous nous posions alors et auxquelles nous avons donné
une réponse dans cet article concernaient deux points distincts :
La première de ces questions nous intéressait tout particulièrement, d’un
point de vue pratique, pour les essais de co-cristallisation TrmI/ARN que nous
avons toujours poursuivis. Il s’agissait de la détermination de la stœchiomé-
trie d’interaction entre la protéine TrmI qui est tétramérique et son substrat
ARNt. Nous avons répondu à cette question grâce à des expériences de Spec-
troscopie de Masse réalisées en conditions non-dénaturantes. Celles-ci ont été
réalisées par Cédric Atmanene, étudiant en thèse sous la direction de Sarah
Sanglier, dans l’équipe d’Alain Van Dorsselaer (Laboratoire de Spectro-
métrie de Masse Bio-Organique, IPHC, Université Louis Pasteur, Strasbourg).
Ces expériences ont montré que la protéine TrmI reste sous forme de tétramère
lorsqu’elle ﬁxe son substrat ARNt, et qu’elle est capable de ﬁxer jusqu’à deux
ARNt. Les quatre sites actifs ne peuvent ainsi pas être occupés par quatre
ARNt en même temps. Ceci a été conﬁrmé par des expériences de gel retard
en conditions natives. Cette stœchiométrie d’interaction de deux ARNt par
tétramère est en parfait accord avec le fait que les protéines TrmI eucaryotes
aient évoluées depuis un homotétramère α4 vers un hétérotétramère α2β2, ou
chaque hétérodimère αβ pourrait interagir avec un ARNt.
1. Le remplacement moléculaire a été effectué en utilisant la structure de la protéine
TrmI homologue de Mycobacterium tuberculosis comme modèle (PDB code 1I9G) [387].
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L’autre question concernait le mécanisme d’action de cette enzyme. Contrai-
rement aux m6A MTases d’ADN et d’ARN, le mécanisme des m1A MTases
n’avait jamais été étudié. Nous avons cherché à appréhender celui-ci par l’in-
termédiaire de variants de l’enzyme. En eﬀet, la structure ainsi que les ali-
gnements des séquences des protéines de la famille de TrmI, nous ont permis
d’identiﬁer trois résidus potentiellement impliqués dans la catalyse. Ces trois
résidus — à savoir les résidus aromatiques Y194 et Y78, et le résidu D170 — sont
soit conservés comme résidus aromatiques (Y194 et Y78), soit universellement
conservé (D170) parmi les représentants de la famille TrmI (Figure 6.7). Ils
sont de plus situés à proximité directe du méthyle activé de la SAM, et pour-
raient ainsi intervenir dans la catalyse du transfert de méthyle. Nous avons
réalisé des expériences de cinétique enzymatique sur des variants de TrmI af-
fectés au niveau de ces résidus (D170A, Y78A et Y194A) qui ont conﬁrmé leur
implication directe dans la catalyse. Ces expériences, nécessitant l’utilisation
de SAM portant un groupement méthyle marqué radioactivement [méthyl–
3H]SAM, ont été réalisées dans l’équipe de Béatrice Golinelli dans le cadre
d’une collaboration, car d’une part nous ne possédons par d’agrément pour la
manipulation de radioactivité au laboratoire et que d’autre part son équipe
possède un grand savoir faire dans la réalisation de ces cinétiques enzyma-
tiques (Voir Matériel Supplémentaire de l’Article 3 Figure 7.2 page 131).
Nous avons ensuite pu utiliser ces résultats sur les variants de TrmI comme
des informations solides pour réaliser l’amarrage moléculaire (docking) d’une
adénine dans le site actif de TrmI. Cette modélisation a été réalisée à l’aide
du programme HADDOCK 2 (High Ambiguity Driven biomolecular DOCKing)
[418, 419] qui permet d’utiliser des contraintes ambiguës — c’est-à-dire entre
groupe d’atomes, et pas entre un couple unique d’atomes. C’est ce type de
contraintes ambiguës que l’on obtient typiquement avec des expériences de
mutagénèse. Cette modélisation a donné une solution unique qui nous a per-
mis de proposer des rôles individuels pour chacun des résidus identiﬁés.
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2. Le programme HADDOCK, ainsi qu’une documentation détaillée sur ses nom-
breuses applications et leurs mises en œuvre sont accessibles à l’adresse suivante :
http://www.nmr.chem.uu.nl/haddock/
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Methyltransferases from the m1A58 tRNA methyltransferase (TrmI) family
catalyze the S-adenosyl-L-methionine-dependent N1-methylation of tRNA
adenosine 58. The crystal structure of Thermus thermophilus TrmI, in
complex with S-adenosyl-L-homocysteine, was determined at 1.7 Å resolu-
tion. This structure is closely related to that of Mycobacterium tuberculosis
TrmI, and their comparison enabled us to enlighten two grooves in the TrmI
structure that are large enough and electrostatically compatible to accom-
modate one tRNA per face of TrmI tetramer. We have then conducted a
biophysical study based on electrospray ionization mass spectrometry, site-
directed mutagenesis, and molecular docking. First, we confirmed the
tetrameric oligomerization state of TrmI, and we showed that this protein
remains tetrameric upon tRNA binding, with formation of complexes
involving one to two molecules of tRNA per TrmI tetramer. Second, three
key residues for the methylation reaction were identified: the universally
conserved D170 and two conserved aromatic residues Y78 and Y194. We
then used molecular docking to position a N9-methyladenine in the active
site of TrmI. The N9-methyladenine snugly fits into the catalytic cleft, where
the side chain of D170 acts as a bidentate ligand binding the amino moiety
of S-adenosyl-L-methionine and the exocyclic amino group of the adeno-
sine. Y194 interacts with the N9-methyladenine ring, whereas Y78 can
stabilize the sugar ring. From our results, we propose that the conserved
residues that form the catalytic cavity (D170, Y78, and Y194) are essential for
fashioning an optimized shape of the catalytic pocket.
© 2008 Elsevier Ltd. All rights reserved.
Edited by J. Doudna
Keywords: TrmI; m1A58 methyltransferase; X-ray structure; noncovalent
mass spectrometry; protein–RNA interactions
Introduction
Functional tRNAs carry a number of chemically
modified nucleosides that are formed enzymatically
after transcription, during the tRNA maturation
process. To date, N90 different modifications have
been identified in tRNAs from various organisms.1
Among these posttranscriptional nucleoside mod-
ifications, N1-methyladenosine (m1A) is found at a
highly conserved A58 position in the TΨC loop of
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Abbreviations used: TrmI,m1A58 tRNAmethyltransferase;
m1A, N1-methyladenosine; AdoMet,
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many tRNAs in the three domains of life (Bacteria,
Archaea, and Eukarya). This modification occurs
infrequently in bacteria and, for instance, is absent in
Escherichia coli tRNAs. On the contrary, it is common
in the tRNAs of most eukaryotes and archaea, and
this modification seems to be essential for some
organisms. Actually, in the yeast Saccharomyces cere-
visiae, mutants that are defective in N1-methylation
of A58 are nonviable.
2 Likewise, in Thermus thermo-
philus, gene disruption studies have shown that
m1A58modification is required for the growth of this
bacterium at high temperatures.3
S-Adenosyl-L-methionine (AdoMet)-dependent
methyltransferases (MTases) are involved in a wide
variety of biological processes involving methylation
of nucleic acids, proteins, phospholipids, and small
molecules using the ubiquitous methyl donor Ado-
Met. Recently, two essential genes of S. cerevisiae,
GCD10 and GCD14 (renamed TRM6 and TRM61),
were identified to encode the two types of subunits
of the yeast m1A58 MTase.4 The recombinant en-
zyme behaves as an α2β2 heterotetramer, with
Trm61p being responsible for AdoMet binding and
presumably for catalysis of the methyl transfer reac-
tion,2 whereas both types of subunits are essential
for tRNA binding.5 Indeed, the purified recombi-
nant Trm61p subunit, which binds AdoMet, cannot
bind tRNA in vitro in the absence of Trm6p.2 Inte-
restingly, Trm61p was found to be closely related to
a group of prokaryotic proteins that share not only
the same AdoMet-binding site but also other highly
conserved motifs. Therefore, the corresponding pro-
karyotic proteins were presumed to act as m1A58
MTases.6 This hypothesis was demonstrated experi-
mentally for the bacterial orthologs in T. thermophilus
and Mycobacterium tuberculosis, and for the archaeal
ortholog in Pyrococcus abyssi.3,7–9 These proteins are
α4 homotetramers of Trm61p-like proteins, herein-
after called TrmI (m1A58 tRNA methyltransferase).
Interestingly, orthologs of the Trm6p protein could
only be found in eukaryotes. It was shown that
Trm6p, despite the absence of the characteristic
MTasemotifs, is structurally and evolutionary related
to Trm61p, suggesting that the eukaryotic m1A58
MTases evolved by gene duplication and speciation
to form a heteromultimeric protein, whereas their
prokaryotic orthologs remained homomultimers.6
Despite the low level of sequence similarity bet-
ween the various families of AdoMet MTases,
most of them contain a structurally highly con-
served catalytic AdoMet-binding domain organized
in a Rossman-like fold (for a review, see Schubert
et al.10). Only one crystal structure of an TrmI has
been reported to date—that of the M. tuberculosis
Rv2118c protein (mycoTrmI), in complex with
AdoMet.7 It shows that the catalytic C-terminal
domain is very similar to that of other AdoMet-
dependent MTases, whereas the N-terminal domain,
which is mainly composed of β-sheets, is not found
in other MTases of known structure.
In the present work, we have first solved the crystal
structure of T. thermophilus TrmI (thTrmI) at 1.7 Å
resolution, in complex with S-adenosyl-L-homocys-
teine (AdoHcy), the product of methyl transfer. We
then focused our attention on the tRNA-binding
properties of thTrmI using several biophysical tech-
niques, including electrospray ionization mass spec-
trometry (ESI-MS), site-directed mutagenesis, steady-
state kinetic assays, fluorescence spectroscopy, and
molecular docking. ESI-MS has demonstrated its
particular suitability for the investigation of non-
covalent complexes.11–13 More particularly, the so-
called noncovalent ESI-MS has been extensively used
to characterize supramolecular assemblies involving
oligonucleotides in interaction with drugs and pro-
teins (for reviews, see Veenstra,14 Beck et al.,15 Hof-
stadler and Griffey,16 and Rusconi et al.17). As
protein–RNA systems are partly driven by electro-
statics-based interactions that are strongly enhanced
in the gas phase, ESI-MS is well suited for their
characterization.18,19 Indeed, numerous studies of
protein–RNA complexes have revealed a strong
agreement between mass spectrometric gas-phase
measurements and results obtained by solution-
phase techniques.20–24 In our work, we used non-
covalent ESI-MS: (i) to unambiguously assess the
oligomerization state of thTrmI; (ii) to monitor the
thTrmI oligomerization state upon tRNA binding;
and (iii) to determine the stoichiometry of the
thTrmI–tRNA complexes. In addition, a mutagen-
esis study was performed to identify residues that
are potentially crucial for the methylation reaction.
We thus showed that the universally conserved
D170 residue, together with two conserved aromatic
residues Y78 and Y194 that line the catalytic pocket,
is a key residue for the enzymatic catalysis. Actually,
D170A and Y78A variants are severely altered in
their catalytic efficiency. Finally, we have used
molecular docking to position a N9-methyladenine
in the active site of TrmI to further investigate the
possible role of these residues.
Results and Discussion
Structure determination of thTrmI
Production and purification of thTrmI have been
described by Droogmans et al.3 However, the
recombinant His6-tagged protein exhibited low
solubility (b0.5 mg/mL), unless high salt concentra-
tions were added (0.2 M imidazole–HCl and 0.5 M
KCl). This was a serious issue for crystallization
assays, in which precipitating solutions must be
added to concentrated protein. In order to improve
solubility, the N-terminal His6-tag of thTrmI was
cleaved with thrombin. Indeed, after His6-tag
removal, thTrmI became highly soluble (N10 mg/
mL), even at moderate ionic strengths (150 mM).
This type of behavior has already been reported for
some His-tagged proteins.25 We then carried out
crystallization assays on the complex between
thTrmI, AdoHcy, and E. coli tRNAiMet. The latter
tRNAwas selected because it is devoid of modifica-
tion on A58 and is a substrate of the T. thermophilus
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enzyme (see Steady-State Kinetic Assay). Although
the tRNA was present in all crystallization condi-
tions, crystals only contained the free thTrmI protein
in complex with AdoHcy. Table 1 summarizes the
data collection and refinement statistics. The struc-
ture of the thTrmI protein was then solved by mole-
cular replacement with the structure of TrmI from
M. tuberculosis TrmI [Protein Data Bank (PDB) entry
code 1I9G]7 using PHASER26 (Z score=23.7). Actu-
ally, thTrmI shares 39% identical and 13% similar
residueswithmycoTrmI. Themodel was then refined
to 1.7 Å, to a final Rfree factor of 20.9% (Table 1). The
last four residues at the N-terminus were too poorly
ordered to be included; therefore, the final model
consisted of 251 residues per monomer. The
asymmetric unit contained a dimer of thTrmI. How-
ever, the symmetry-related subunits interact exten-
sively, leading to a tetrameric organization of
thTrmI (Fig. 1b).
Overall structure of thTrmI
The thTrmI monomer is composed of two distinct
domains connected by an extended linker containing
a short α-helix (helix 2; Fig. 1a). The large C-terminal
domain (residues 63–255) adopts a typical class I
MTase fold, which consists of a central seven-
stranded β-sheet (β1–β6 and β8; Fig. 1a) flanked by
α-helices on both sides (αA–αE; Fig. 1a).
10 The first
five strands of the β-sheet (β1–β5; Fig. 1a) are
parallel, whereas the last two (β6–β8) are antipa-
rallel. The C-terminal domain contains the AdoMet-
binding site and the catalytic pocket. The smaller
N-terminal domain (residues 5–62) is largely a β
structure composed of six β strands (βA–βF; Fig.
1a) and one small α-helix (α1).
The thTrmI tetramer is organized as a dimer of
tight dimers. Two monomers interact via their ex-
tended β6 strands, which form a cross-subunit anti-
parallel β-sheet (Fig. 1b, pale and dark blue). This
dimer is further stabilized by ionic interactions be-
tween helices α2 and α3 from each subunit (Fig. 1b).
A pair of β6 strands from each dimer packs on the
related β6 strands of the other dimer to form a
central antiparallel β-sheet structure. The tetramer
interaction is limited to this β-sheet region and
stabilized by both ionic and hydrophobic interac-
tions, mainly a salt bridge between E220 and R224,
and hydrophobic interactions between W226 and
F245, and between H234 and F237 from one dimer to
H242 from the other dimer. The salt bridge and the
hydrophobic interactions between W226 and F245
have been also observed in the mycoTrmI structure7
and involve conserved residues.
In the tight dimer found in the asymmetric unit, the
two cofactor-binding sites are occupied by AdoHcy
molecules in identical conformations, similar to that
of AdoMet in theM. tuberculosis TrmI structure. The
binding cleft is formed by residues belonging to
conserved motifs, named I, II, III, and IV (Figs. 1c
and d, and 7a).28 The adenine ring of the AdoHcy
moiety is bound by motifs II, III, and IV via water-
mediated hydrogen bonds between the exocyclic
amino group and residues E155 and E173, and
between the N7 position of the adenine and the
backbone amide of E173 (Fig. 1c). Adenine binding
is also reinforced by hydrophobic contacts between
its aromatic ring and residues L171, V177, K153,
L154, Y124, A126, and A100. The ribose moiety of
AdoHcy is bound by motif II, essentially by
hydrogen bonds involving the 2′ and 3′ hydroxyl
groups and residues E125 and H130. The amino-
acid part of the cofactor is mainly bound by motif I.
Interestingly, an aspartate side chain that could be
involved in the methylation reaction, the carbox-
ylate chain of D170 from motif IV, participates in a
direct polar interaction with the ammonium group
of AdoHcy. The GXGXGG pattern of motif I binds to
the amine and the carboxylate through a tight
network of water-mediated hydrogen bonds invol-
ving the backbone (Fig. 1c).
Comparison with mycoTrmI structure and tRNA
recognition
Globally, the overall structure of thTrmI closely
resembles that of mycoTrmI. Superimposition of
T. thermophilus and M. tuberculosis TrmI structures
gives a root mean square deviation (RMSD) of
4.47 Å for Cα, with the largest variation occurring in
the β strands (β6, β7, and β8) that protrude out of the
structure. When comparing the active sites more
accurately, that of mycoTrmI is narrower by about
1 Å than that of thTrmI. Moreover, the protruding
R249 in mycoTrmI, which makes a supplementary
step at the exit of the pocket that does not exist in
thTrmI as R249, is replaced by a shorter side-chain
Table 1. Data collection and refinement statistics for the








Number of measured reflections 499,190 (71,441)
Number of unique reflections 67,981 (9830)
Multiplicity 7.3 (7.3)
Resolution limits (Å) 48.39–1.70 (1.79–1.70)
Data completeness (%) 100.0 (100.0)
Mean I/σ(I) 13.6 (2.9)
Rmerge 10.6 (67.6)
Refinement statistics
Resolution limits (Å) 33.67–1.70 (1.74–1.70)
Number of reflections 64,480 (4709)
R-factor (%) 18.0 (24.7)
Rfree (%) 20.9 (27.9)




Mean B-factors (Å2) 15.92
RMSD (bounds) (Å) 0.009
RMSD (angles) (°) 1.265
Values in parenthesis are for the outer resolution shell.
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residue (V240). As a consequence, the accessible
surface of Y78 is twice larger in thTrmI than that of
Y84 in mycoTrmI. All these features seem to make
the methyl donor less easily accessible in mycoTrmI.
Overall, in both structures, the adenine should enter
deeply in the binding cleft to have access to the
Fig. 1. Crystal structure of thTrmI. (a) Overall structure of thTrmI monomer. The secondary structure elements are
labeled following the nomenclature defined in Schluckebier et al.27 The cofactor AdoHcy is shown in blue sticks. (b)
Organization of thTrmI as a tetramer. Each monomer is drawn with a different color. The two tight dimers are,
respectively, in red and yellow, and in pale and dark blue. The tetramerization interface involved strands β6 and β7. (c)
The AdoHcy-binding site. The ligand (blue) and the enzyme residues (gray) are shown as sticks. Water molecules are
drawn as blue spheres. Polar contacts are represented with dashed lines. Strictly conserved residues among TrmIs are
labeled with bold letters. Characteristic motifs from MTases are highlighted. (d) Density map (2Fo−Fc at 1σ) around the
cofactor. The AdoHcy ligand (blue) and the enzyme residues (green) are shown as sticks. Water molecules are represented
as red spheres.
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methyl donor, therefore implicating a major defor-
mation of the phosphodiester backbone around A58.
It is also highly interesting to compare the electro-
static potentials of their molecular surfaces (Fig. 2).
These calculations uncover that both proteins have
two linked grooves of positive electrostatic poten-
tials indicated by large blue surfaces in Fig. 2 that are
large enough to accommodate double-helical RNA.
The first groove that covers the β-sheet region
forming the tetrameric architecture is less positively
charged in thTrmI than in mycoTrmI, whereas the
second groove that encompasses the N-terminal
domain of one TrmI subunit and that looks like an
open hand is more positively charged in thTrmI than
in mycoTrmI. Several residues with basic side chains
are conserved among the TrmI protein family,
namely, K13 (R in some sequences), R15 (K), R72,
R127, R217, and R229 (K), together with the his-
tidines involved in the formation of the tetramers
H234 and H242. R15 and R217 are only conserved in
bacterial TrmI proteins. These grooves have the di-
mensions to accommodate the acceptor arm (groove
1: 25 Å large and 45 Å long) and the anticodon arm
(groove 2: 25 Å large and roughly 30 Å long) with-
out steric clashes, enabling us to position the ade-
nosine 58 near the catalytic pocket (manual docking;
data not shown). The gray line in Fig. 2a indicates a
possible position of the helix axis of tRNA. Nu-
merous clashes occur within the T-arm, which un-
doubtedly undergoes huge conformational changes
that probably involve the entire T-arm and not only
a simple flip of the adenosine 58. These changes are
difficult to predict and, for this reason, we could not
pursue this docking. In conclusion, the conservation
of two grooves of positively charged surfaces sup-
ports the idea that TrmI binds tRNA as a tetramer
Fig. 2. Electrostatic surface potential of (a) thTrmI and (b)M. tuberculosis TrmI. Blue indicates positive charge, and red
indicates negative charge, with the maximum color saturation corresponding to −3 kT (red) and +3 kT (blue). The figure
was prepared using the APBS29 PyMOL plug-in.
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and that two molecules of tRNA can interact simul-
taneously with the TrmI tetramer. The fact that, in
eukaryotes, the enzyme has evolved from an α4
homotetramer to an α2β2 heterotetramer is compa-
tible with a stoichiometry of two tRNAs per TrmI
tetramer, with one tRNA being expected to interact
with an αβ subsystem.
thTrmI binds up to two tRNA molecules as a
tetramer
Close inspection of the crystal structures of thTrmI
and mycoTrmI7 revealed that the tetramers are
formed by two pairs of extensively interacting sub-
units stabilized by relatively small numbers of con-
Fig. 3. Noncovalent ESI-MS analyses of thTrmI and thTrmI–tRNA assemblies. ESI mass spectra obtained under
nondenaturing conditions (200 mM ammonium bicarbonate buffer, pH 8.0; Vc=120 V; Pi=6.1 mbar) for (a) thTrmI
tetramer (20 μM) alone and in the presence of (b) 30 μM, (c) 100 μM, and (d) 200 μM E. coli tRNAi
Met. Insets correspond to
deconvoluted spectra showing molecular weights on the x-scale. T (Mr=115,450±5) corresponds to (thTrmI)4; T+1tRNA
(Mr=140,347±6) corresponds to the (thTrmI)4:(tRNA)1 complex; and T+2tRNA (Mr=165,455±10) corresponds to the
(thTrmI)4:(tRNA)2 complex. *tRNA signals.
540 Biophysical Characteristics of the Interaction of thTrmI with tRNA
120 Chapitre 7. Etude de la m1A58 ARNt MTase de T. thermophilus
tacts between the two dimers. Given the architecture
of TrmI, it was of interest to investigate the oligo-
merization state of thTrmI alone and upon tRNA
binding, and to determine the binding stoichiometry
of the thTrmI–tRNA complexes. Previously reported
gel filtration experiments have indicated that both
mycoTrmI and thTrmI should form a tetramer in
solution.3,9However, in the case of thTrmI, due to an
inherent limited precision of this technique, it is
difficult to unambiguously state whether the protein
is tetrameric or pentameric.3 In this study, we used
ESI-MS, which has been proven to be a valuable
technique for the determination of oligomerization
states of noncovalent assemblies,30–33 to first con-
firm the oligomerization state of thTrmI. Figure 3a
presents the ESI mass spectrum obtained for thTrmI
under nondenaturing conditions and carefully con-
trolled operating conditions (see Materials and
Methods): a single ion distribution is observed in
the m/z range of 4000–5000. With a measured
molecular weight (Mr) of 115,450±5, this distribu-
tion can be assigned to the +23 to +30 charge states
of a thTrmI tetramer (theoreticalMr=115,453). Thus,
ESI-MS allowed us to unambiguously assess the
tetrameric nature of the protein in agreement with
our crystallographic results.
The tRNA binding stoichiometry was first inves-
tigated by gel retardation assay. As shown in Fig. 4,
the free tRNA band progressively disappears upon
addition of increasing amounts of thTrmI, thus evi-
dencing the existence of thTrmI–tRNA interactions.
Moreover, the free tRNAband completely disappears
at 1:2 thTrmI:tRNA ratio, substantiating the forma-
tion of complexes involving two molar equivalents of
thTrmI monomer per tRNA. To further confirm gel
retardation experiments, we also used the potential-
ities of noncovalent ESI-MS to investigate the oligo-
merization state of thTrmI upon tRNA binding and to
determine the tRNA binding stoichiometry. Titration
experiments, monitored by noncovalent ESI-MS,
involving a fixed concentration of thTrmI and in-
creasing amounts of tRNAi
Met revealed the presence
of three ion distributions (Fig. 3b–d). The first one in
the m/z region of 4000–5000, with a molecular mass
of 115,450±5 Da, is related to the thTrmI tetramer.
For the second ion distribution in the m/z region
of 5000–5900, the molecular mass of 140,347±6 Da
corresponds to the (thTrmI)4:(tRNA)1 complex.
Finally, a third ion distribution within the m/z
range of 5900–6800, with a molecular mass of
165,455±10 Da, refers to the (thTrmI)4:(tRNA)2 com-
plex. Even a 10-fold molar excess of tRNA per thTrmI
tetramer does not lead to the detection of complexes
with higher tRNA binding stoichiometries. Interest-
ingly, upon an increase in the tRNA concentration
from 1.5 to 10 molar equivalents per thTrmI tetramer,
the relative abundances of (thTrmI)4:(tRNA)1 and
(thTrmI)4:(tRNA)2 complexes statistically increase,
favoring noncooperative tRNA-binding system and
further suggesting the presence of two independent
tRNA-binding sites.34 The same experiments were
also carried out in the presence of AdoHcy (data not
shown), and no effect either on the binding stoichio-
metry of the complex or on the binding affinity of the
tRNA for thTrmI was observed.
As ESI-MS detects species in the gas phase of the
mass spectrometer, control experiments are always
needed to ensure that mass spectra faithfully reflect
the behavior in solution.35 Thus, since electrostatic
interactions are sensitive to the ionic strength of the
medium,36,37 experiments were carried out at dif-
ferent ammonium bicarbonate concentrations (Fig.
5). Decreasing the ammonium bicarbonate concen-
tration from 200 mM to 100 mM displaces the equi-
librium towards the formation of (thTrmI)4:(tRNA)1
and (TrmI)4:(tRNA)2 complexes (Fig. 5a and b).
However, the signal intensities were dramatically
lower when 100 mM ammonium bicarbonate was
used rather than 200 mM buffer, mainly because of
protein precipitation. Therefore, no ESI-MS analysis
could be performed at buffer concentrations lower
than 100 mM. While both (thTrmI)4:(tRNA)1 and
(thTrmI)4:(tRNA)2 complexes are favored at low
ionic strengths, the use of higher salt concentrations
destabilizes these assemblies (Fig. 5c and d), leading
even to a complete dissociation of thTrmI:tRNA
complexes into thTrmI tetramer at 1250 mM ammo-
nium bicarbonate (Fig. 5d). The fact that mass
spectra do reflect expected changes induced by mo-
dification of the solution conditions is further
evidence that allows us to definitely rule out the
possibility that the TrmI–tRNA complexes result
from an artifact of the technique. Moreover, as des-
cribed in other publications,22,38 an additional ESI-
MS control experiment was performed in strictly
identical experimental and operating conditions,
with a nonsubstrate RNA as negative control. The
absence of any thTrmI–control RNA complex in ESI
mass spectra even in the presence of a 5-fold molar
excess of control RNA (Fig. 6) indicates that the gas-
phase detection of the TrmI–tRNA complexes arises
from a specific recognition in solution and not from
any gas-phase artifact.
In conclusion, noncovalent ESI-MS results clearly
support that thTrmI remains tetrameric upon tRNA
Fig. 4. Nondenaturing agarose gel electrophoresis.
Constant amount of E. coli tRNAiMet (4 μg) with in-
creasing amounts of thTrmI protein (from 0 to 1 molar
equivalent of thTrmI tetramer). Bands were visualized by
UV shadowing.
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binding and that thTrmI binds up to two molecules
of tRNA.
The D170A and Y78A variants of thTrmI are
severely altered in their catalytic efficiency
Based on multiple sequence alignments of the
TrmI family members (Fig. 7a) and on the compar-
ison of the crystallographic structures of TrmI from
M. tuberculosis7 and T. thermophilus, we chose to
mutate three conserved residues, D170, Y194, and
Y78, in order to study their involvement in adenosine
binding and/or in catalysis. Figure 7b presents the
thTrmI residues that are conserved or semiconserved
in the catalytic pocket, except the conserved residues
that bind to AdoMet, since their role in the catalysis
mechanism is known. Yet, the universally conserved
AdoMet-binding D170 was selected as it forms the
back of the catalytic pocket and may also bind the
adenine 58 ring of the tRNA substrate (Fig. 7b). Y194
and Y78 were mutated because they respectively
form the left side and the floor of the adenosine-
Fig. 5. Influence of the buffer ionic strength on thTrmI–tRNA complex stabilities. ESI mass spectra obtained under
nondenaturing conditions (ammonium bicarbonate, pH 8.0; Vc=120 V; Pi=6.1 mbar) for thTrmI tetramer (20 μM) in the
presence of 100 μM E. coli tRNAi
Met. Ammonium bicarbonate concentration was set to (a) 100 mM, (b) 200 mM, (c)
400 mM, and (d) 1250 mM. Insets correspond to deconvoluted spectra showing molecular weights on the x-scale. T
corresponds to (thTrmI)4; T+1tRNA corresponds to the (thTrmI)4:(tRNA)1 complex; and T+2tRNA corresponds to the
(thTrmI)4:(tRNA)2 complex. *tRNA signals.
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binding pocket in the 3D structure (Fig. 7b) and are
conserved as aromatic residues among TrmIs, be-
longing, respectively, to motifs V and X (Fig. 7a).
Therefore, these aromatic residues could be involved
in the stabilization of the target adenine that needs to
be flipped out of the tRNA structure to be methy-
lated. P196, which is involved in making the shape of
the catalytic cavity, was not selected for mutation
because, in M. tuberculosis, it is naturally replaced by
an alanine. Therefore, we individually mutated Y78,
D170, and Y194 to alanines. We expressed and puri-
fied the variant proteins as described inMaterials and
Methods. We then determined the kinetic and RNA-
binding parameters for wild-type and variant pro-
teins (Table 2).
First, we investigated whether the mutations
altered tRNA binding by the enzyme. Interaction
with tRNA induces a quenching of the intrinsic
tryptophan fluorescence of the protein by about 40%.
We therefore used fluorimetric titrations to deter-
mine the apparent dissociation constant between
thTrmI variants and tRNAiMet (Table 2). All mutants
showed quite unchanged dissociation constants (Kd
of about 15±3 nM), thereby indicating that they
retained a native folding and similar RNA-binding
abilities compared to the wild-type enzyme. We then
analyzed their catalytic properties by determining
their kinetic parameters kcat and KM for both AdoMet
and tRNA substrates. The overall results are sum-
marized in Table 2. Interestingly, all mutants retain
some catalytic activity, but are altered to various
extents, essentially in their catalytic turnover kcat. The
D170Amutant retains some activity, but its kcat value
is severely reduced by a factor of about 300. D170A
also shows an increased KM for AdoMet substrate, in
agreement with the crystal structure. It seems,
therefore, to be the most important residue for the
catalysis of the reaction. The Y78A mutant leads to a
roughly 20-fold decrease in the catalytic turnover
constant. Its binding constant for the methyl donor is
unchanged compared to the wild-type protein. The
Y194A mutant shows a smaller decrease in kcat, by a
factor of 3 (Table 2). The KM value for AdoMet is
increased, suggesting that this residue is involved in
cofactor binding. Yet, in the crystal structure, it is not
involved in a direct interaction with AdoHcy, in
contrast to D170. The mutation of Y194 to an alanine
probably slightly destabilizes the catalytic pocket or
indirectly weakens AdoMet binding. In conclusion,
D170A is the variant that is most largely altered in its
catalytic efficiency, followed by Y78A and then
Y194A. Therefore, D170, Y78, and Y194 are key
residues in the catalytic mechanism.
The substrate adenine snugly fits into the active
site pocket of thTrmI
To investigate the positioning of the target A58
into the catalytic pocket of T. thermophilus and
M. tuberculosis TrmI, we decided to locate a N9-
Fig. 6. Specificity of thTrmI–tRNA complexes formation. ESI mass spectra obtained under nondenaturing conditions
(200 mM ammonium bicarbonate buffer, pH 8.0; Vc=120 V; Pi=6.1 mbar) for thTrmI tetramer (20 μM) in the presence of
(a) 100 μM E. coli tRNAi
Met and (b) 100 μMnonsubstrate control RNA. Insets correspond to deconvoluted spectra showing
molecular weights on the x-scale. T corresponds to (thTrmI)4; T+1tRNA corresponds to the (thTrmI)4:(tRNA)1 complex;
and T+2tRNA corresponds to the (thTrmI)4:(tRNA)2 complex. *RNA signal.
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methyladenine in the catalytic pocket of these
proteins by molecular docking. We docked a N9-
methyladenine and not an adenosine or an AMP
molecule, since it is impossible to predict the con-
formation of the sugar of this flipped-out nucleotide.
Moreover, Y78, which makes the exit of the catalytic
pocket and which may interact with the ribose of the
adenosine 58, can also flip to prevent steric clashes
with the A58 ribose. As the molecules of AdoHcy
present in the active sites of thTrmI have identical
conformations to the AdoMet cofactor present in
mycoTrmI, we modeled an AdoMet molecule in the
catalytic pocket of thTrmI by superimposing the
AdoMet frommycoTrmI with the AdoHcy in thTrmI.
Fig. 7. Sequence alignments of TrmI proteins and conserved residues in thTrmI catalytic pocket. (a) Part of the
sequence alignment of T. thermophilus, M. tuberculosis, P. abyssi, Mus musculus, Homo sapiens, and S. cerevisiae TrmIs.
Residue numbers are those of the T. thermophilus sequence. Highly conserved residues are shown against a dark blue
background, and residues with a similar physicochemical character are shown against a pale blue background. The
secondary structure of the thTrmI is shown below the sequences as arrows for β strands and as cylinder for α-helices. The
names of the secondary structure elements refer to Fig. 1a. The sequence motifs typical of the AdoMet-dependent MTase
family are also indicated. Residues marked with a star (★) (i.e., Y78, D170, and Y194) are involved in the catalytic pocket
formation and are studied bymutagenesis in the present work. Residues markedwith a circle (○) (i.e., W175 and F245) are
conserved aromatic residues in motifs IVand VIII, belonging to the catalytic pocket in m6A DNAMTases. (b) Conserved
and semiconserved residues around the catalytic pocket of thTrmI. The strictly conserved residues among the TrmI family
are shown as sticks on the T. thermophilus structure, except the conserved residues that bind AdoMet. AdoMet was
modeled from AdoHcy by adding a methyl group on the sulfur atom; the methyl is positioned by sulfonium chirality.
Y78, Y194, and D170 are indicated as red sticks.
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We used the program HADDOCK,39 which can take
into account mutagenesis results by introducing
data as ambiguous interaction restraints (AIRs) to
drive the docking process. An AIR is defined as an
ambiguous distance between all residues shown to
be involved in the interaction. Ambiguous inter-
molecular distance restraints were applied between
D170, Y194, Y78, and the AdoMet cofactor, on one
hand, and the N9-methyladenine, on the other hand.
A distance restraint between the N1 atom of N9-
methyladenine and the methyl of AdoMet was also
added. The model resulting from the docking with
thTrmI is presented in Fig. 8a and shows that the N9-
methyladenine fits snugly into the cavity where
methylation takes place. The same result was
obtained for mycoTrmI (data not shown). Moreover,
the methyl group introduced to substitute the ribose
points above Y78 (Fig. 8b), enabling us to add a
ribose without steric hindrance. Therefore, Y78 is
likely to strongly interact with the ribose of the
adenosine 58, probably participating in the stabili-
zation of the flipped-out conformation. The distance
between the N9-methyladenine N1 and the AdoMet
methyl group is 2.3 Å. This corresponds to a 4.1-Å
distance between the N9-methyladenine N1 and the
AdoMet sulfur atom. This is in keeping with
distances observed in cocrystal structures of other
endocyclic purine N-MTases (distances between
3.6 Å and 4.5 Å).40 The docked model of the N9-
methyladenine ring suggests a binding mode invol-
ving essentially van der Waals interactions with
Y194, and a polar contact between the exocyclic
amino group of the purine and the carboxylate of
D170 (Fig. 8b). Therefore, the side chain of D170
could act as a bidentate ligand binding the amino
terminal moiety of AdoMet and the N6 exocyclic







×10−3) KM (μM) kcat (s
−1
×10−3) KM (μM) Kd (nM)
Wild type 37 (30–44) 2.1 (1.4–3.0) 36 (28–45) 2.7 (1.7–4.8) 13 (5–24) 100.0
Y194A 6 (5–11) 5.7 (3.9–8.7) 10 (9–13) 2.2 (1.9–3.3) 18 (10–37) 27.4
Y78A 1.4 (1.1–1.7) 1.9 (1.2–2.7) 1.6 (1.5–1.8) 0.16 (0.11–0.23) 16 (7–33) 4.1
D170A 0.13 (0.11–0.14) 5.4 (3.7–8.0) 0.11 (0.10–0.12) 0.17 (0.07–0.39) 14 (6–25) 0.3
The parameters are indicated with a confidence interval of 90%.
Fig. 8. Modeling a N9-methyladenine in the catalytic pocket of thTrmI. (a) Average docked structure of the
N9-methyladenine ring inside the catalytic pocket of thTrmI. The enzyme surface is colored according to the electrostatic
surface potential. Positive potential is shown in blue, and negative potential is shown in red. The AdoMet ligand and the
dockedN9-methyladenine ring are shown as sticks (carbon atoms in light blue, nitrogen atoms in dark blue, oxygen atoms
in red, sulfur atoms in yellow, and hydrogen atoms in white). The van der Waals surface of the N9-methyladenine ring is
shown as white dots. (b) Distances between the average structure of the docked N9-methyladenine ring and the key
moiety of the enzyme. The enzyme is shown in gray with the cartoon representation. The AdoMet ligand, the docked
N9-methyladenine ring, and residues D170, Y78, and Y194 are shown as sticks. Distances are indicated with dashed lines
(in Å).
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amino group of the adenine ring substrate. Thus, the
sulfur–methyl bond of AdoMet is almost coplanar
with the N9-methyladenine ring and points to the
same direction as the N1 lone-pair orbital, which can
be of significant importance for the chemical mechan-
ism. We thus propose that D170 could minimize the
transition state energy by positioning both the
AdoMet and the target base in an optimal orientation
for the methylation reaction. D170 could also
deprotonate the N6 group to activate the N1 lone-
pair orbital in order to attack the methyl group of
AdoMet and to generate the exocyclic imino tauto-
mer of m1A as the initial product. The nucleophilic
attack leads to the m1A basic form, which has to be
subsequently protonated to give the m1A cationic
form that is stable at physiological pH (pKa=9.3).
41
As the deprotonation of N6 of m1A is easier than the
deprotonation of N6 of the nonmethylated adenine
ring (pKa=16.7),
42 it seems more reasonable that the
deprotonation and the nucleophilic attack occur in
the same elementary step. The model perfectly
situates D170 to serve that role, which is most
definitely consistent with the kinetic results.
The chemical mechanism of the adenine N1-
methylation of RNA has not yet been investigated,
in contrast to the N1-methylation of guanine.
43 In the
case of m1G RNA MTase (TrmD),43 an aspartate
residue was shown to be involved in the deprotona-
tion step of N1 of guanine. The two processes are
likely to be different, as, under physiological con-
ditions, the N1 of guanine is protonated but that of
adenine is not. DNA MTases have been extensively
studied, but the m1A modification is not encoun-
tered in DNA. The methylation of the N6 position of
adenine has been investigated in DNA (for structural
studies, see Labahn et al.,44 Tran et al.,45 and Goe-
decke et al.46) and, more recently, in rRNA.47,48
Interestingly, the main catalytic residue inm6ARNA
or DNAMTases has been clearly identified by muta-
genesis studies to be the D/N/S residue of the con-
served pattern (D/N/S)PP(Y/F/W), which belongs
to MTase motif IV (for reviews on DNA MTases, see
Bheemanaik et al.49 and Jeltsch50). In known struc-
tures of m6A DNA MTases (e.g., M•TaqI; PDB code
2ADM) or m6A RNA MTases (ErmC′; PDB code
1QAN) in complex with cofactor (AdoMet or
AdoHcy), the position of the D/N/S residue of
motif IV relative to the cofactor is closely similar to
that of D170 residue in the thTrmI crystal structure.
Additionally, two other residues have been identi-
fied to be important in the catalysis in m6A DNA
MTases. These residues are aromatic and stabilize
the flipped-out target base and/or act as cation–pi
catalysts. The first one is the aromatic Y/F/W resi-
due of motif IV, which is proposed to stabilize the
cationic transition state by cation–pi interaction.51,52
The second one is the aromatic residue Y/F/W of
motif VIII, which stabilizes the flipped base outside
the DNA helix.51,52 These aromatic residues are
conserved in motifs IV and VIII in m1A tRNA
MTases (Fig. 7a, symbol ○), but they are not part of
the catalytic pocket in the TrmI structure. Strikingly,
two other aromatic residues (i.e., Y78 and Y194) are
located in the active site cavity of thTrmI (Fig. 7b) at
relative positions with respect to the AdoMet co-
factor, similar to those of the aromatic residues listed
above for DNA MTases. These residues are also
conserved as aromatic residues among TrmIs and
belong, respectively, to motifs X and V (Fig. 7a). The
noticeable structural similarity between the catalytic
pocket ofm1A tRNAMTases and the catalytic pocket
of m6A DNA MTases suggests a similar role in
catalysis for these residues. Y78 is thus the most
probable candidate for the stabilization of the
flipped-out adenosine given its position in the
catalytic pocket and the dramatic decrease in kcat of
the Y78Amutant. Then, Y194 could act as a cation–pi
catalyst to stabilize a cationic transition state. These
roles are also in agreement with our docking results.
Materials and Methods
Expression and purification of thTrmI for structural
studies
Recombinant thTrmI protein (255 residues) was
overexpressed and purified as previously described.3
TheN-terminalHis6-tagwas removedby thrombin cleavage
(25 U thrombin/mg protein) performed overnight at
ambient temperature. The thTrmI protein was then further
purified by gel filtration on a HiLoad 26/60 Superdex 200
prepgrade chromatography column (Amersham Bios-
ciences) equilibrated in 50 mM Tris–HCl buffer (pH 8.0)
and 100 mM KCl. Fractions containing pure recombinant
protein were pooled, concentrated to 8–10 mg/mL using
Amicon® Ultra (Millipore), and stored at 4 °C.
Crystallization and crystal structure determination
Crystallization was performed at 19 °C using the sitting-
drop vapor-diffusion method. Protein samples were
prepared at 3 mg/mL in 50 mM Tris–HCl buffer
(pH 8.0) containing 100 mM KCl, 2 mM AdoHcy, and
1 Eq of tRNAi
Met. Drops of 1 μL were prepared by using a
Cybi-Disk robot system that mixes equal volumes of
protein and reservoir solutions. Reservoir volumes of
100 μL were used. Crystals of thTrmI were obtained in
2 M ammonium sulfate and 5% isopropanol (vol/vol)
(condition no. 5 of the Hampton Research Crystal Screen II
kit). The crystals were harvested, soaked in a cryoprotec-
tant solution [2.2 M ammonium sulfate, isopropanol
5% (vol/vol), and glycerol 20% (vol/vol)], and flash-
frozen in liquid nitrogen before data collection. Diffraction
data were collected at beamline ID14-1 of the European
Synchrotron Radiation Facility (Grenoble, France).
All crystallographic calculations were performed using
the CCP4 suite version 653 as implemented in the
graphical user interface.54 X-ray diffraction data were
processed using MOSFLM55 and scaled with SCALA.56
The structure of thTrmI was solved by molecular replace-
ment using the program PHASER26 and the structure of
TrmI from M. tuberculosis (PDB entry code 1I9G) as a
model. In the model, nonconserved residues were
truncated to alanine. Model building of thTrmI was first
performed with ARP/wARP57 using the warpNtrace
automated procedure. Restrained refinements of the
structure were performed with the program REFMAC5.58
Model and map visualizations for manual reconstruction
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were performed with the program Coot.59 Solvent mole-
cules were automatically added using the ARP waters
module implemented in REFMAC5. In the last stages of
refinement, TLS parameters were refined60 using one
group for each domain of the protein (i.e., the large
C-terminal domain and the small N-terminal domain).
We computed the electrostatic surface potential using
APBS Tools—an interface for performing APBS electro-
statics calculation29 from within PyMOL†.
Expression and purification of tRNAi
Met
The E. coli tRNAi
Met was overexpressed from plasmid
pBSTtRNAf
Met in E. coli JM101TR using a protocol derived
from that of Meinnel and Blanquet.61 Briefly, after phenol
extraction of RNAs from bacteria, total tRNA was
separated by gel filtration on a HiLoad 26/60 Superdex
75 prepgrade chromatography column (Amersham Bio-
sciences) equilibrated in 25 mM Tris–HCl (pH 7.0). The
overexpressed tRNAiMet was then separated from other
tRNAs by an anion exchange step (Resource Q column)
equilibrated in 25 mM Tris–HCl (pH 7.0). tRNAs were
eluted using a 350-mM to 550-mM NaCl gradient in
the same buffer. The fractions containing the purified
tRNAi
Met were pooled together, dialyzed against 50 mM
Tris–HCl and 100 mM KCl (pH 8.0), concentrated using
Amicon® Ultra (Millipore), and stored at −20 °C.
ESI-MS
Noncovalent mass spectrometry experiments were
performed on an electrospray time-of-flight mass spectro-
meter (LCT; Waters). Samples were continuously infused
into the mass spectrometer with a syringe pump (Harvard
Apparatus) at a flow rate of 6 μl/min. Mass spectra were
acquired in the positive ion mode in them/zmass range of
2000–8000 after calibration with the multiply charged ions
produced by horse heart myoglobin diluted to 2 μM in a
1:1 water/acetonitrile mixture (vol/vol) acidified with 1%
(vol/vol) formic acid. Deconvoluted mass spectra were
obtained using the Transform algorithm of MassLynx 4.0
software. Instrumental parameters were optimized to get
the best compromise between ion desolvation, ion
transmission, and preservation of noncovalent complexes
during the ionization and desorption processes. This opti-
mization concerned especially the pressure in the interface
(Pi) and the accelerating voltage (Vc), which were set to
6.1 mbar and 120 V, respectively.
The purity and homogeneity of thTrmI were checked in
denaturing conditions by diluting the protein to 5 μM in a
1:1 water/acetonitrile mixture acidified with 1% (vol/vol)
formic acid. A good agreement was found between the
measured molecular mass (28,863.0±0.3 Da) and the mass
calculated from the amino acid sequence (28,863.3 Da).
For experiments performed in nondenaturing conditions,
different ammonium bicarbonate concentrations ranging
from 100 mM to 1250 mM were tested. A concentration of
200 mM ammonium bicarbonate was chosen as the best
compromise to provide good-quality ESI mass spectra
without extensive dissociation of thTrmI:tRNA complexes
(which takes place at high ionic strengths) or protein
aggregation (occurring at low ionic strengths). Thus, this
buffer concentration was used to study both thTrmI
oligomerization state and its tRNA-binding properties.
All experimentswere carried out at 20μM thTrmI (tetramer
concentration), whereas E. coli tRNAi
Met concentration
(molecularweightMr=24,888)was increased up to 200 μM
for titration experiments. To study the influence of
AdoHcy on the thTrmI–tRNA complexation equilibrium,
thTrmI and AdoHcy, both at 20 μM (tetramer concentra-
tion), were incubated in the ammonium bicarbonate buffer
in the presence or in the absence of tRNA (30 μM). Finally, a
nonsubstrate control RNA of 59 nucleotides (Mr=19,255)
was also used in a 5-foldmolar excess relative to the thTrmI
tetramer concentration in order to investigate the specifi-
city of the thTrmI–tRNA interactions. All solutions were
incubated for 15 min at room temperature before analysis
under nondenaturing conditions.
Nondenaturing agarose gel electrophoresis
Samples were prepared by mixing a constant amount of
E. coli tRNAi
Met (4 μg) with increasing amounts of thTrmI
protein (from 0 to 1 molar equivalent of thTrmI tetramer)
in loading buffer [Tris–HCl (pH 8.0), 50 mM, KCl 100 mM,
and glycerol 18% (vol/vol)]. Samples were kept at 4 °C for
12 h and loaded on a 2% (wt/vol) agarose gel. Migration
was performed for 1 h in Tris–acetate buffer (pH 8.0) at
4 °C under an electric field of 100 V. Bands were visualized
by UV shadowing.
Site-directed mutagenesis
Alanine site-directed mutagenesis was carried out using
the Quickchange® kit and protocol (Stratagene). All oligo-
nucleotides for mutagenesis were designed to have
appropriate pairing stability (fusion temperature near
80 °C) and were between 27 nt and 32 nt long. All mutant
genes were fully sequenced and contained only the
desired substitutions.
Expression and purification of wild-type and mutant
thTrmI proteins for kinetic studies
The wild-type and mutant proteins were overexpressed
and purified as for structural studies, except that the
thrombin cleavage was omitted. Protein concentrations
were evaluated with the Bradford method. The proteins
were then diluted in 50 mM Tris–HCl (pH 8.0) to a final
concentration of 0.25 mg/mL and stored at 4 °C.
Fluorescence titrations of thTrmI by tRNAi
Met
Fluorescence measurements were performed at 20 °C
with a JASCO spectrofluorimeter. Excitation and emission
wavelengths were 280 nm and 343 nm, respectively. The
excitation and emission bandwidths were 5 nm and
10 nm, respectively.
Fluorescence titration experiments were performed by
adding increasing concentrations of nucleic acid to a fixed
amount of thTrmI protein (15 nM) in 50 mM Tris–HCl,
200 mM KCl, and 0.5% (wt/vol) polyethylene glycol 8000
(pH 8.0). Fluorescence intensities were corrected for
dilution and were fitted using Eq. (1), assuming two
equivalent tRNA-binding sites per thTrmI tetramer (see
Fig. 3):
I ¼ I0 "
I0 " Il
2nNt
Kd þ Lt þ nNt "
ffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffi
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where I0 is the fluorescence intensity without tRNA; I is
the fluorescence intensity at a given concentration of
tRNA; I8 is the fluorescence intensity at the plateau; n is
the number of tRNA-binding sites on the protein; Nt is the
total concentration of protein; and Lt is the total con-
centration of tRNA. Confidence limits on the parameters
were estimated by Monte Carlo sampling.62
Steady-state kinetic assay
[Methyl-3H]AdoMet (555 GBq/mmol, 20.5 MBq/mL;
MP Biomedicals) was mixed with nonradioactive AdoMet
(Sigma) to achieve a specific radioactivity of about
500 cpm/pmol (16.7 Bq/pmol). The methylation kinetic
assays were performed in 50 mM Tris–HCl (pH 8.0) at
60 °C. The tRNA and [methyl-3H]AdoMet were thermally
equilibrated in 1.25× concentrated reaction buffer (96 μL)
at 60 °C for 5 min, and the reaction was started by adding
the enzyme (24 μL). Aliquots (25 μL) were removed after
different incubation times and transferred into 800 μL of
5% (wt/vol) trichloroacetic acid at 0 °C for 30 min in order
to quench the reaction and to precipitate the tRNA. The
precipitates were collected by filtration through GF/C
filters (Whatman). The filters were washed with cold 5%
trichloroacetic acid and dried, and the radioactivity was
measured by liquid scintillation counting for 2 min,
resulting in a counting error below 4%. Data were
corrected by subtracting the background radioactivity
determined from a control without enzyme.
For the determination of AdoMet KM and kcat, the
reaction mixtures contained MTase (wild type, 25 nM;
Y194A, 50 nM; Y78A, 100 nM; D170A, 500 nM), tRNAiMet
(20 μM), and [3H]AdoMet (wild type, 0.5–8 μM; Y194A,
0.5–8 μM; Y78A, 0.5–8 μM;D170A, 5–50 μM). For tRNAi
Met
KM and kcat, the reaction mixtures contained MTase (wild
type, 25 nM; Y194A, 50 nM; Y78A, 100 nM; D170A,
500 nM), tRNAi
Met (wild type, 0.5–8 μM; Y194A, 0.5–8 μM;
Y78A, 0.25–4 μM; D170A, 0.5–8 μM), and [3H]AdoMet
(wild type, 20 μM; Y194A, 50 μM; Y78A, 20 μM; D170A,
50 μM). Initial rates (vi) for each substrate concentration
(tRNAiMet) were determined from the slope of linear fits of
time-course data points (wild type, 9 min; Y194A, 20 min;
Y78A, 40 min; D170A, 40 min). Enzyme parameters were
obtained by nonlinear least squares fitting using Eq. (2) of
Michaelis–Menten kinetics (wild-type and mutant Y194A)
or Eq. (3) in cases where enzyme concentration was not
negligible compared to substrate concentration (mutants
Y78A and D170A). kcat values were calculated for two
catalytic sites per TrmI tetramer. Confidence limits on the
parameters were estimated by Monte Carlo sampling
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Docking of the N9-methyladenine ring into the active
site of TrmI was performed using HADDOCK 1.3‡,39
which makes use of CNS63 as structure calculation soft-
ware. HADDOCK allows dealing with ambiguous con-
straints (i.e., restraints can be applied between residues
and not only between atoms). The protein structure used
for the docking was the tetrameric thTrmI crystal structure
in which the AdoHcy ligand was replaced with the
AdoMet methyl donor. A 2-Å distance was used to define
AIRs that were applied between the adenine and a set of
neighbors composed of AdoMet cofactor and thTrmI
residues identified by mutagenesis (i.e., Y78, D170, and
Y194). One unambiguous restraint set to 2 Å was applied
between the atoms that react in the methyl transfer
reaction (i.e., the N1 position of the N9-methyladenine
ring and the Cε atom of the AdoMet ligand). During the
rigid-body energy minimization, 2000 structures were
calculated, and the 1000 best solutions based on the inter-
molecular energy were used for the semiflexible refine-
ment. The docking converged to a single solution. The
same protocol was also applied to theM. tuberculosis TrmI.
Accession numbers
Coordinates and structure factors for thTrmI protein, in
complex with AdoHcy, have been deposited at the PDB
with accession code 2PWY.
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Figure 7.2 – Détermination des paramètres cinétiques kcat et KM
Exemple de l’enzyme TrmI sauvage. a : Cinétique d’incorporation du 3H–méthyle
dans l’ARNtMetf pour diﬀérentes concentrations de SAM (0.5, 1, 2, 4, 8 µM). b : Fit




7.5 Discussion concernant le mécanisme
Dans cet article, nous avons proposé des rôles individuels pour les résidus
catalytiques que nous avons identiﬁés. Rappelons les ici pour les discuter plus
en détail.
Les résidus aromatiques Y194 et Y78 pourraient globalement stabiliser le
retournement du nucléotide A58. Plus précisément le résidu Y78 pourrait in-
teragir avec le cycle ribose du A58, et le résidu Y194 avec le cycle aromatique.
Ce dernier pourrait également participer à la catalyse en tant que catalyseur
cation–pi, comme proposé pour le résidu aromatique conservé du motif IV des
DNA MTases [346] (Paragraphe 6.1.3), qui occupe une position équivalente,
vis-à-vis du cofacteur SAM, à celle du résidu Y194 dans notre structure.
Le résidu D170, étant donné sa position charnière, pourrait servir à orienter
correctement les deux substrats SAM et A58. En eﬀet, la structure montre que
celui-ci lie la fonction amino-terminale de la SAM, et le résultat de la mo-
délisation suggère qu’il puisse également lier la position 6 amino-exocyclique
de l’adénine cible. Il contribuerait ainsi à l’orientation adéquate des orbitales
réactives des deux substrats — à savoir l’orbitale anti-liante S–C❺Me de la SAM
et l’orbitale non liante du N1 du A58 — et ainsi abaisserait considérablement
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l’enthalpie libre d’activation de la réaction (∆rG‡). D’autre part, le fait que
dans le modèle d’amarrage la fonction carboxylate de la chaîne latérale de l’as-
partate 170 réalise une liaison hydrogène avec la fonction amino-exocyclique
de l’adénine cible, suggère aussi que ce résidu puisse intervenir comme cata-
lyseur basique. En eﬀet, la déprotonation de la fonction amino de l’adénine,
couplée au transfert de méthyle aboutirait à la formation de la forme imino























































































Figure 7.3 – Mécanismes possibles pour la formation du m1A
A et B : Les deux mécanismes possibles pour la formation du m1A dans l’enzyme
sauvage. A : Avec déprotonation de la fonction amino exoclyclique de l’adénine et
passage par l’intermédiaire imino tautomère du m1A.B : Transfert direct du méthyle,
sans intermédiaire. C : Mécanisme pour la formation du m1A dans le variant D170A
de TrmI, privé de la chaîne latérale du D170.
Cette déprotonation peut sembler délicate, étant donné la valeur des pKa
des couples en présence — à savoir pKa✟ 4,6 pour la fonction carboxylate de
l’aspartate et pKa✟ 16,7 pour la fonction amino de l’adénine [420]. Si elle a
lieu, celle-ci est selon toute vraisemblance couplée au transfert de méthyle. En
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eﬀet, le pKa de la fonction amino du nucléotide m1A est fortement abaissé par
rapport à celui de l’adénine non méthylée (pKa✟ 9,3) [421]. Ainsi le transfert
de méthyle aiderait à la déprotonation, et il semble déraisonnable d’envisager
un mécanisme en deux étapes distinctes — déprotonation puis transfert de
méthyle — qui verrait la formation d’un intermédiaire très peu stable. Pour
les mêmes raisons, c’est-à-dire étant donné les valeurs des pKa des couples, il
semble plus raisonnable de penser que la déprotonation, si elle a lieu, arrive
tard sur le chemin réactionnel, le transfert de méthyle se produisant alors plus
précocement. C’est ce qui est proposé pour la méthylation en position 6 des
adénines par les m6A ADN MTases [422]. La formation de la forme acide du
nuléotide m1A, stable à pH physiologique (pKa✟ 9,3), nécessite alors la proto-
nation de la fonction imino exocyclique. Le donneur de protons pourrait être
soit le D170, soit une molécule de solvant (Figure 7.3 A).
Si l’on admet que la déprotonation se produit tard sur le chemin réac-
tionnel, il n’y a alors qu’un pas pour admettre que celle-ci ne se produit pas.
On peut en eﬀet très bien envisager que le N1 de l’adénine soit suﬃsamment
nucléophile pour attaquer de lui même — si la proximité et l’orientation des
orbitales le permet — le groupement méthyle extrêmement réactif de la SAM
(Figure 7.3 B). Rappelons ici pour mémoire, la thermodynamique extrême-
ment favorable de la réaction de transfert de méthyle faisant intervenir la SAM.
L’enthalpie libre standard de réaction (∆rG❳) pour la formation de méthionine
à partir d’homocystéine (SAM + Hcy Ð  SAH + Met) est par exemple éva-
luée à ✏71 kJ.mol✏1 soit plus du double de celle de la réaction d’hydrolyse de
l’ATP (ATP + H2O Ð  ADP + Pi) (✏30 kJ.mol✏1) [265, 266]. Ce mécanisme
sans déprotonation (Figure 7.3 B) est donc parfaitement envisageable. Dans
ce mécanisme, il n’y a pas d’intermédiaire et le transfert de méthyle donne
directement la forme acide du nucléotide m1A, stable à pH physiologique.
Un point intéressant vient du fait que le variant D170A de TrmI est très
aﬀecté dans ses paramètres cinétiques, mais est toujours actif (son kcat est
diminué d’un facteur 300 par rapport à celui de l’enzyme sauvage). Dans ce
variant, le catalyseur basique n’étant plus présent, le mécanisme A n’est plus
possible. La méthylation doit donc se produire selon un mécanisme analogue
au mécanisme B. En l’occurrence il doit s’agir du mécanisme C présenté à la
Figure 7.3 C. Le mécanisme C est donc 300 fois moins eﬃcace qui celui ayant
lieu dans l’enzyme sauvage. Mais on ne peut pas conclure quant à la nature de
celui-ci (mécanisme A ou B). Ces deux mécanismes sont en eﬀet parfaitement
en accord avec nos résultats de cinétique, et la diﬀérence d’activité entre l’en-
zyme sauvage et le variant D170A peut signiﬁer deux choses :
– Le mécanisme qui se produit dans l’enzyme sauvage est le mécanisme A
et la diﬀérence d’activité des enzymes est due à un défaut de déprotona-
tion du substrat qui empêche de passer par la forme imino tautomérique
du m1A.
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– Le mécanisme qui se produit dans l’enzyme sauvage est le mécanisme
B et la diﬀérence d’activité des enzymes est due à une mauvaise orien-
tation des orbitales réactives, qui est procurée par la chaîne latérale du
D170 dans l’enzyme sauvage.
Ainsi, même si les expériences de cinétique ne nous ont pas permis d’aﬃr-
mer catégoriquement le mécanisme de la méthylation en position 1 des adé-
nines, nous avons identiﬁé trois résidus importants dans la catalyse — les
résidus Y194, Y78 et D170 — dont un résidu clé dans l’étape de transfert du
groupement méthyle, le résidu D170.
Chapitre 8
Perspectives
Lors de ce travail sur la m1A58 MTase de T. thermophilus, nous avons mis
en évidence deux sillons de taille et de charge adéquate pour accueillir les deux
hélices d’un ARNt — l’hélice acceptrice–bras T et l’hélice anticodon–bras D —
tout en positionnant la boucle T à proximité du site de ﬁxation du cofacteur
SAM (Figure 8.1 et Figure 2 de l’Article 3). En eﬀet :
– Ces deux sillons sont chargés positivement.
– Ils se rencontrent au niveau du site de ﬁxation du cofacteur SAM.
– Ils s’agencent approximativement à angle droit.
– Ils ont une largeur de 25 Å environ, ce qui permet d’accommoder parfai-
tement une hélice d’ARN.
Le premier sillon est le sillon le plus conﬁné. Il est situé au niveau de
l’interface de tétramérisation de la protéine (au niveau des brins β6 et β7. La
face interne du domaine N-terminal participe à la formation de celui-ci.
Le deuxième sillon est un sillon semi-ouvert, qui n’est en fait fermé que
vers l’arrière par l’hélice αB du domaine C-terminal, et vers le bas par le petit
domaine N-terminal. Celui-ci constitue en quelque sorte une main ouverte sur
laquelle pourrait venir se poser le substrat ARNt.
Après avoir identiﬁé ces deux sillons, nous avons réalisé un modèle d’amar-
rage manuel de l’ARNt entier sur le tétramère de TrmI. Nous avons pu po-
sitionner les hélices acceptrice et anticodon sans rencontrer de gène stérique
importante avec la protéine. Ce modèle est présenté à la Figure 8.2. Dans
celui-ci, la tige acceptrice ainsi que le bras T occupe le premier sillon, celui
situé à l’interface de tétramérisation. Le bras D et la tige anticodon occupent
quant à eux le deuxième sillon, et reposent sur la main formée par le petit
domaine N-terminal.
Ce modèle place la boucle T à proximité du site actif de TrmI. Cependant,
dans ce modèle, de nombreuses gènes stériques ont lieu au niveau du bras
T de l’ARNt. Celui-ci doit donc vraisemblablement subir une déformation
importante lors de sa ﬁxation à la protéine, ce qui semble de toute façon
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Figure 8.1 – Les deux sillons pour la fixation de l’ARNt
Mise en évidence des sillons grâce au potentiel électrostatique de surface. Les charges
positives sont en bleu et les charges négatives en rouge, la couleur la plus intense
correspondant à ✏3 kT (rouge) et +3 kT (bleu). La vue de gauche correspond à une
« vue de face », et la vue de droite à une « vue de dessus ».
nécessaire aﬁn de rendre l’adénosine 58 accessible et de l’amener au site actif.
Nous n’avons pas poursuivi plus avant ce modèle d’amarrage manuel car
il n’est pas possible de prévoir avec certitude les déformations rencontrées au
niveau du bras T.
Dans ce modèle, le domaine N-terminal participe à la ﬁxation :
– d’une part, de la tige anticodon de l’ARNt au niveau de sa face supérieure
qui forme la main ouverte du sillon 2
– et d’autre part à celle de la tige acceptrice par l’intermédiaire de sa face
interne qui pointe vers le sillon 1
Nous proposons donc que ce domaine additionnel au domaine catalytique
C-terminal soit un domaine de ﬁxation à l’ARN. Ceci pourrait être vériﬁé en
produisant une protéine TrmI tronquée au niveau de ce domaine et en mesu-
rant ses paramètres thermodynamiques et cinétiques de liaison à l’ARNt (Kd
et KM).
D’autre part, les essais de co-cristallisation entre TrmI et divers ARN
doivent être poursuivis en cherchant à garder une force ionique modérée dans















Figure 8.2 – Modèle d’amarrage manuel d’un ARNt entier
A et B : La surface de la protéine TrmI tétramérique et de l’ARNt sont représentées
respectivement en gris et en rouge. A : Vue de face. B : Vue de dessus. L’ARNt
correspond à l’ARNtMetf initiateur d’E. coli (PDB code 3CW5).










L’initiation de la traduction est un processus complexe et hautement régulé.
Chez les bactéries, seulement trois facteurs protéiques additionnels viennent
assister le ribosome. Il s’agit des facteurs d’initiation IF1, IF2 et IF3. Ces
dernières années, les nombreux résultats apportés par la cristallographie et la
cryo-microscopie électronique sur les assemblages macromoléculaires que sont
les ribosomes, ont permis des avancées spectaculaires quant à la compréhen-
sion des étapes successives de l’initiation traductionnelle (pour des articles de
revues [49, 423, 424]). L’initiation de la traduction couvre toutes les étapes
entre la dissociation des deux sous-unités du ribosome — correspondant à
la terminaison du cycle précédent — et l’assemblage sur un codon initiateur
d’ARNm d’un ribosome prêt pour l’étape d’élongation. Ces diﬀérentes étapes
seront décrites succinctement dans le Paragraphe suivant, pour le système
de traduction bactérien.
9.1 L’initiation de la traduction chez les bacté-
ries
Le commencement d’un nouveau cycle de traduction nécessite la dissocia-
tion préalable du complexe 70S en sous-unités séparées. Cette dissociation est
déclenchée par le facteur de recyclage RRF (Ribosome Recycling Factor) et le
facteur d’élongation EF-G. Une fois les deux sous-unités dissociées, l’assem-
blage prématuré 30S–50S est empêché grâce au rôle anti-associateur de IF3
secondé dans cette tâche par IF1 — les deux facteurs venant se ﬁxer sur la
sous-unité 30S (Figure 9.1 ➀).
Après dissociation du ribosome, le fMet-ARNtMetf initiateur, l’ARNm et le
facteur IF2 se ﬁxent à la sous-unité 30S dans un ordre qui reste à détermi-
ner, et qui est peut-être aléatoire. L’ARNm est prépositionné sur le ribosome
grâce à la séquence dite de Shine-Dalgarno (SD) — située en amont de la sé-
quence à traduire — qui interagit avec une séquence qui lui est complémentaire
sur l’ARNr 16S (Anti Shine-Dalgarno) [425, 426]. Le positionnement précis de
l’ARNm de façon à ce que le codon de démarrage se trouve au niveau du site
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P du ribosome semble nécessiter la présence des trois facteurs d’initiation, et
spécialement celle de IF3 [427]. Le fMet-ARNtMetf initiateur est de même posi-
tionné au niveau du site P de la sous-unité 30S selon un mode de liaison qui est
tout d’abord indépendant de l’interaction codon–anticodon [428]. Cette étape
nécessite le facteur IF2 qui interagit avec l’ARNt initiateur sur le ribosome.
De plus, le facteur IF1, qui se ﬁxe au niveau du site A de la sous-unité 30S
du ribosome, empêche le positionnement de l’ARNt initiateur au niveau de
celui-ci [429, 430]. IF3 participe également à la stabilisation du fMet-ARNtMetf
au niveau du site P du ribosome [431] (Figure 9.1 ➁).
Le complexe de préinitiation correspond ainsi à la sous-unité 30S sur la-
quelle sont ﬁxés les trois facteurs d’initiation, l’ARNm dans une position d’at-
tente, et le fMet-ARNtMetf — ancré sur la 30S de façon indépendante du codon
initiateur. Ce complexe relativement instable est alors le siège d’un changement
de conformation qui permet l’interaction codon–anticodon, et donne ainsi un
complexe d’initiation 30S stable [431, 432]. Dans cette étape, la validité de
l’appariement codon–anticodon est vériﬁée selon un mécanisme dit de déco-
dage, notamment par le facteur IF3, qui est capable de dissocier les complexes
présentant un mésappariement entre le codon de l’ARNm et l’anticodon de
l’ARNtMetf [123] (Figure 9.1 ➂).
Après le relargage des facteurs IF1 et IF3 (Figure 9.1 ➃), la sous-unité
50S vient s’associer au complexe d’initiation 30S pour former le complexe d’ini-
tiation 70S. Cette association est tout d’abord stimulée par le facteur IF2, puis
celui-ci est également relargué — cette étape, étant induite par l’hydrolyse du
GTP porté par IF2 en GDP + Pi. Le fMet-ARNtMetf initiateur est alors ajusté
de façon ﬁne dans le site P ce qui positionne sa tige acceptrice au niveau du
centre peptidyl-transférase de la 50S. Le complexe d’initiation 70S est alors
prêt pour la phase d’élongation de la traduction (Figure 9.1 ➄).
Une étape cruciale dans ce cycle, correspond donc à l’étape de décodage,
étape pendant laquelle l’intégrité de l’ARNtMetf initiateur est vériﬁée ainsi que
l’appariement correct codon–anticodon. Cette étape est conditionnée par des
interactions directes entre le ribosome et l’ARNt initiateur au niveau du site P
et par l’intervention des facteurs d’initiation — notamment IF3. La sélection
de l’ARNt initiateur ne dépend ainsi pas seulement de l’interaction codon–
anticodon, mais d’autres éléments de discrimination qui confèrent à l’ARNtMetf
sa fonction d’ARNt initiateur. Dans la suite, nous présenterons tout d’abord
les particularités qui caractérisent les ARNt initiateurs, puis nous détaillerons
comment certaines d’entre elles sont directement reconnues au niveau du site
P du ribosome. Enﬁn, nous terminerons en présentant l’étape de décodage
IF3-dépendante et notamment les zones d’ombres restant à éclairer.



























Figure 9.1 – L’initiation de la traduction chez les bactéries
➀ : Dissociation des sous-unités ribosomales par RRF/EF-G. Fixation de IF3 et IF1
sur la sous-unité 30S. Activité anti-associatrice de IF3 et IF1. ➁ : Fixation de l’ARNm
dans une position d’attente. Fixation du fMet-ARNtMetf de façon indépendante du
codon.➂ : Interaction codon–anticodon. Changement conformationnel. ➃ : Relargage
des facteurs IF1 et IF3. ➄ : Association de la sous-unité 50S. Relargage de IF2 et
hydrolyse du GTP. Ajustement du fMet-ARNtMetf au site P. D’après Laursen et al.
[424].
9.2 Particularité des ARNt initiateurs
9.2.1 Déterminants de séquence des ARNt initiateurs de
bactéries
Les ARNt initiateurs bactériens présentent quatre particularités de sé-
quence qui les distinguent des ARNt élongateurs et qui participent ainsi à leur
reconnaissance spéciﬁque par les divers facteurs avec lesquels ils interagissent
au cours de la traduction [433, 434]. Ces caractéristiques sont présentées à la
Figure 9.2.
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Ces quatre caractéristiques sont :
le groupement formyle porté par la méthionine. Ce groupement est
ajouté sur le Met-ARNtMetf par la méthionyl-ARNt transformylase (MTF).
Ce groupement formyle est le déterminant majeur de la reconnaissance du
fMet-ARNtMetf par le facteur d’initiation IF2 [435]. De plus celle-ci empêche
la sélection de l’ARNt initiateur par le facteur d’élongation EF1A et donc
empêche son utilisation en tant qu’ARNt élongateur [436–438]. La nature de
l’acide aminé formylé semble moins importante que le groupement formyle
lui-même [439].
la paire de base bases 1–72. Cette paire de base est non appariée dans
le cas de l’ARNt initiateur. Cette particularité est un des éléments essentiels
pour sa prise en charge spéciﬁque par la MTF [440]. La structure du complexe
fMet-ARNtMetf /MFT apporte une réponse claire quant à cette spéciﬁcité. En
eﬀet, cette paire de base faible permet d’avoir une extrémité 3➐ mono-brin
suﬃsamment longue pour atteindre le site actif de la formylase, ce qui n’est
pas possible avec un ARNt élongateur portant une paire forte en position
1–72 [38]. De la même manière, l’absence d’appariement pour les positions
1–72 est également un déterminant majeur qui empêche l’interaction du fMet-
ARNtMetf avec la peptidyl-ARNt hydrolase (PTH) — l’enzyme qui recycle les
ARNt N-bloqués, comme les peptidyl-ARNt qui se sont décrochés du site P du
ribosome en cours de synthèse et qui portent ainsi une chaîne polypeptidique
à leur extrémité 3➐, ou le fMet-ARNtMetf dont l’acide aminé méthionine est
N-formylé. Le fMet-ARNtMetf échappe à l’action de la PTH, car la présence
d’une paire de base parfaitement appariée en position 1–72 est cruciale pour
son activité [441].
la paire purine-11–pyrimidine-24. Chez les ARNt élongateurs, on trouve
en eﬀet une paire pyrimidine-11–purine-24. Même si ce déterminant est loin
d’être aussi crucial que la paire 1–72, il aﬀecte également l’activité de la MTF
[442]. Là encore, la structure du complexe fMet-ARNtMetf /MFT éclaire parfai-
tement les données biochimiques, car le nucléotide U24 y est spéciﬁquement
reconnu par la MTF [38].
les trois paires G C conservées dans la tige anticodon. Ces trois paires
G C ne sont pas seulement retrouvées chez les ARNt initiateurs de bactéries,
mais sont une caractéristique commune à tous les ARNt initiateurs cytoplas-
miques [12]. Ces paires G C sont nécessaires au recrutement IF3-dépendant
de l’ARNtMetf au site P [122, 123, 443] et sont à l’origine d’une conformation
particulière de la région de l’anticodon des ARNt initiateurs [120, 122, 444].
Nous allons, dans le Paragraphe suivant, décrire plus précisément les parti-
cularités de la région de l’anticodon des ARNt initiateurs qui sont en relation
avec ces trois paires de bases G C.


























































































































Figure 9.2 – Caractéristiques des ARNt initiateurs de bactéries
A : fMet-ARNtMetf initiateur de E. coli. B : Met-ARNt
Met
m élongateur de E. coli. Les
régions importantes pour la MTF sont en bleu. Les bases C1 A72 sont exclues par
la PTH. Le groupement formyle responsable de la spéciﬁcité de reconnaissance du
fMet-ARNtMetf par IF2 est en jaune. Les trois paires G C nécessaires au recrutement
IF3-dépendant de l’ARNtMetf au site P sont en rouge.
9.2.2 Particularité des anticodons des ARNt initiateurs
De nombreuses études biochimiques ont montré que la boucle anticodon
des ARNt initiateurs devait adopter une conformation particulière. La plus
ancienne de ces études a été réalisée par des tests de clivage enzymatique à
la nucléase S1 [120]. Cette étude a montré que la boucle anticodon des ARNt
initiateurs était plus résistante à l’action de la nucléase S1 que ne l’est celle
des ARNt élongateurs. 1 En eﬀet, tous les ARNt initiateurs sont clivés après
les nucléotides C34 et A35 (Figure 9.3 A, C et E – colonne de gauche), alors
que les ARNt élongateurs sont clivés après les nucléotides U33, C34, A35 et U36
(Figure 9.3 B, D et F – colonne de droite). Les auteurs ont de ce fait conclu
que la boucle anticodon des ARNt initiateurs adopte une conformation unique,
diﬀérente de celle des ARNt élongateurs.
1. Les ARNt initiateurs testés dans cette étude sont l’ARNtMetf d’E. coli, l’ARNt
Met
i
de levure et l’ARNtMeti de mammifères, purifié à partir de placenta humain. Les ARNt
élongateurs testés dans cette étude sont les ARNtMetm d’E. coli et de levure, les ARNt
Phe de
levure et de S. pombe ainsi que l’ARNtGlu2 et l’ARNt
Trp d’E. coli.
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Figure 9.3 – Sites de clivage à la nucléase S1
Les sites de clivages comparés des ARNt initiateurs et élongateurs sont indiqués pour
E. coli (A et B), la Levure (C et D) et les Mammifères (E et F). Les longueurs des
barres noires reﬂètent l’importance relative des clivages. D’après Wrede et al. [120].
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De plus, le fait que la séquence de la boucle anticodon soit identique pour
l’ARNtMeti initiateur de levure et pour l’ARNt
Met
m élongateur de levure (Figure
9.3C etD) a fait formuler l’hypothèse que les trois paires G C caractéristiques
de la tige anticodon des ARNt initiateurs étaient à l’origine de cette confor-
mation particulière [120].
Par la suite, la stabilité de cette conformation particulière a été étudiée —
également par des tests de clivage enzymatiques à la nucléase S1 — et il a été
montré que celle-ci était stable sur une gamme de pH comprise entre 4.5 et 7.4,
qu’elle n’était pas sensible à la force ionique, et qu’elle n’était pas modiﬁée en
présence de Mg2✔ [444, 445]. De plus ces sites de clivages à la nucléase S1 ont
été depuis reproduits par de nombreuses équipes [122, 123, 445, 446].
La conformation particulière de la boucle anticodon a aussi été étudiée en
solution par sonde chimique [121]. Dans cette étude, le fait que les positions N7
des trois guanines consécutives de la tige anticodon ne soient pas réactives vis-
à-vis du diméthyle sulfate, et spécialement le N7 du G30, a amené les auteurs
à conclure que la tige anticodon des ARNt initiateurs était plus régulière et
plus rigide que celle des ARNt élongateurs. En eﬀet, quelques soient les bases
qui l’entourent, le N7 du G30 est toujours réactif chez les ARNt élongateurs
possédant une guanine en position 30 [447–449].
Ainsi la conformation particulière de la région de l’anticodon des ARNt
initiateurs semble aﬀecter aussi bien la boucle que la tige anticodon. Et les
trois paires G=C de la tige, caractéristiques des ARNt initiateurs, semblent
à la fois y participer, et en être la cause. Cependant, à ce jour aucune étude
structurale n’est venue conﬁrmer ces expériences biochimiques. En eﬀet, deux
structures d’ARNt initiateurs ont été résolues par cristallographie. Il s’agit de
l’ARNtMetf d’E. coli [417], et de l’ARNt
Met
i de levure [36].
En ce qui concerne la structure de l’ARNtMetf d’E. coli, une conformation
particulière de l’anticodon a été décrite par les auteurs [417]. Cependant, cette
conformation particulière — connue sous le nom de « uridine pivotante » (uri-
dine swivel hypothesis) — n’est en accord, ni avec les résultats d’expériences
réalisées par sonde chimique en solution [121], ni avec la structure cristalline de
l’ARNtMetf d’E. coli en complexe avec la MTF [38], qui montrent que l’ARNt
Met
f
— comme tous les ARNt élongateurs — possède un motif en « U-turn » au
niveau de l’uridine 33.
Pour ce qui est de la structure de l’ARNtMeti de levure, la région de l’an-
ticodon est mal déﬁnie et elle n’a pas permis de discuter d’une conformation
particulière au niveau de la boucle anticodon [36].
D’autre part, une étude RMN réalisée sur des tiges-boucles mimant les
anticodons de l’ARNtMetf et de l’ARN
Met
m d’E. coli n’a pas mis en évidence
de diﬀérence notoire dans la conformation des deux tiges-boucles [445]. Les
auteurs proposent en fait que la diﬀérence de sensibilité des deux tiges-boucles
à la nucléase S1 soit due à une simple diﬀérence de ﬂexibilité — la tige-boucle
initiatrice possédant un caractère plus rigide.
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Ainsi, d’un point de vue structural, la conformation particulière de la tige-
boucle anticodon des ARNt initiateurs — révélée par des tests enzymatiques
de clivage à la nucléase S1 et par sondes chimiques en solution — reste dans
une certaine mesure inexpliquée.
9.3 L’ARNt initiateur au sein du site P du ri-
bosome
La sélection du fMet-ARNtMetf en tant qu’ARNt initiateur s’explique en
partie par des interactions spéciﬁques entre le site P de la sous-unité 30S et les
particularités de séquence des ARNt initiateurs que nous venons de présenter.
Nous allons ainsi détailler les diﬀérents contacts entre l’ARNt initiateur au sein
du site P du ribosome et la sous-unité 30S — essentiellement l’ARN 16S, mais
aussi quelques protéines de la petite sous-unité (pour des revues abordant la
structure du site P [450, 451]).
9.3.1 Les interactions au niveau du site P
Avec l’ARNr 16S
Lorsque la structure cristalline à 7.8 Å du ribosome 70S de T. thermophilus
a été résolue, en complexe avec une tige-boucle anticodon au sein du site P de la
sous-unité 30S [452], les contacts entre le ribosome et la tige-boucle anticodon
de l’ARNt ont été vus pour la première fois. Trois zones de contacts ont été ob-
servées entre l’ARNtMetf et l’ARNr 16S auxquelles viennent s’ajouter d’autres
contacts additionnels au niveau de la zone d’interaction codon–anticodon. De-
puis, la résolution de structures de ribosomes — en complexe avec l’ARNm,
des ARNt entiers ou des tiges-boucles anticodon — à des résolutions sans cesse
améliorées [46, 47, 453–455], a permis d’identiﬁer ces contacts et d’en donner
une représentation plus précise. Ceux-ci sont présentés à la Figure 9.4.
Les trois zones de contact entre l’ARNtMetf et l’ARNr 16S sont les suivantes :
– Les bases G1338 et A1339 qui forment des interactions dans le petit
sillon de l’ARNtMetf avec respectivement les paires de bases G29 C41 et
G30 C40.
– La chaîne ribose-phosphate du nucléotide A790 qui interagit avec la tige
anticodon de l’ARNtMetf au niveau des nucléotides A38 et C39.
– La chaîne ribose-phosphate des nucléotides A1229 et C1230, qui interagit
avec la chaîne ribose-phosphate de l’ARNtMetf au niveau des G30 et G31.
2
Les contacts additionnels au niveau de l’interaction codon–anticodon im-
pliquent six nucléotides dont quatre d’entre eux présentent des modiﬁcations
post-transcriptionnelles. Ces modiﬁcations sont toutes des méthylations qui
2. Dans un souci de clarté, les nucléotides A1229 et C1230 n’ont pas été représentés sur
la Figure 9.4.
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ont lieu sur la base ou le ribose. Les nucléotides qui interviennent au niveau
de la zone d’interaction codon–anticodon sont les suivants :
– Les nucléotides m5C1400 et m2
2
G966, sur lesquels viennent s’empiler res-
pectivement la base et le ribose du C34 de l’anticodon.
– Les nucléotides m4Cm1402 et C1403, qui interagissent par l’intermédiaire
de leur groupement amino avec le groupement phosphate du nucléotide
G3 de l’ARNm.
– Le nucléotide m3U1498, qui vient en contact avec la chaîne ribose-phosphate
des nucléotides A1 et U2 du codon de l’ARNm.
– Le nucléotide G926, dont les positions N1 et N2 sont en liaison hydrogène



























Figure 9.4 – Interactions au sein du site P du ribosome
La tige-boucle anticodon de l’ARNtMetf (residus 28–42) est en bleu foncé. L’ARNr 16S
est en jaune, et les nucléotides de l’ARNr 16S directement en contact avec l’ARNtMetf
ou avec l’ARNm sont en rouge. Le codon de l’ARNm (A1U2G3) est en bleu clair.
Les protéines ribosomales S9 et S13 en contact avec l’ARNtMetf sont en gris. Pour ne
pas surcharger la ﬁgure, les nucléotides A1229, C1230 et G926 de l’ARNr 16S n’ont
pas été représentés (se reporter au texte pour une description précise des contacts
qu’ils eﬀectuent). Les coordonnées du site P et de l’ARNtMetf correspondent à celle
du ribosome 70S de T. thermophilus à 2.8 Å de résolution (PDB code 2J00) [47].
3. Dans un souci de clarté, le nucléotide G966 n’a pas été représenté sur la Figure 9.4.
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Avec les protéines S9 et S13
Deux protéines de la petite sous-unité ribosomique sont retrouvées à proxi-
mité de l’ARNt ﬁxé au site P. Il s’agit des protéines S9 et S13, et plus parti-
culièrement de leur extension C-terminale. Ces deux protéines ont toutes les
deux des longues extensions C-terminales qui viennent se loger au niveau du
site P de la sous-unité 30S. Ces extensions contiennent des résidus basiques
lysines et arginines qui peuvent interagir avec les phosphates de l’ARNt.
Cependant, le rôle de ces protéines dans le fonctionnement du site P semble
secondaire, puisque lorsque les extensions C-terminales des deux protéines S9
et S13 sont clivées, les ribosomes restent fonctionnels [456]. Ces extensions C-
terminales aident cependant dans une certaine mesure à la ﬁxation des ARNt
au site P, puisque leur délétion aﬀecte la vitesse de croissance des mutants
correspondants.
9.3.2 Une préférence pour les ARNt initiateurs au sein
du site P
La sélection du fMet-ARNtMetf en tant qu’ARNt initiateur s’explique en
partie par les interactions au sein du site P entre les nucléotides G1338 et
A1339 et les paires G29 C41 et G30 C40 de la tige anticodon. En eﬀet, les nu-
cléotides G1338 et A1339 eﬀectuent des interactions dites A-mineur (A-minor
interaction) [457] dans le petit sillon de la tige anticodon. Plus précisement,
le nucléotide A1339 eﬀectue une interaction A-mineur de type I avec la paire
G30 C40 (Figure 9.5 A) et le nucléotide G1338, une interaction A-mineur de









Figure 9.5 – Interaction de type A-mineur avec la tige anticodon de
l’ARNtMetf au sein du site P
A : Interaction A-mineur de type I. Les croix x indiquent que les distances sont trop
grandes pour former les liaisons hydrogènes trouvées typiquement dans ce motif. B :
Interaction A-mineur de type II. Les bases correspondent à la structure du ribosome
70S de T. thermophilus (PDB code 2J00) [47].
9.4. La sélection IF3-dépendante de l’ARNt initiateur 151
Bien que ces interactions de type A-mineur soient possibles avec n’importe
quelle paire de base, elles sont plus fortes avec les paires G C qu’avec les paires
A✏U [458]. Il a ainsi été proposé que ces interactions de type A-mineur entre
l’ARNr 16S du site P et la tige anticodon des ARNt puissent participer à la
discrimination des ARNt initiateurs [459] — qui présentent trois paires G C
caractéristiques dans leur tige anticodon (Figure 9.2). Cette hypothèse a en-
suite été conﬁrmée grâce à des expériences de mutagénèse [460]. Cependant
ces seules interactions A-mineur ne semblent pas suﬃre à déﬁnir la spéciﬁcité
de sélection IF3-dépendante de l’ARNtMetf en tant qu’ARNt initiateur [460].
En eﬀet, à l’heure actuelle des zones d’ombres persistent quant à l’étape
de décodage IF3-dépendante au sein du site P du ribosome. Nous tâcherons
dans le Paragraphe suivant de présenter les données communément admises
concernant l’étape de décodage IF3-dépendante ainsi que les points restant à
élucider.
9.4 La sélection IF3-dépendante de l’ARNt ini-
tiateur
Comme nous l’avons vu au Paragraphe 9.1, une des fonctions cruciales
du site P de la petite sous-unité du ribosome est de ﬁxer sélectivement l’ARNt
initiateur sur le codon de démarrage de l’ARNm. Cette ﬁxation sélective condi-
tionne la ﬁdélité de la synthèse protéique. Chez les bactéries, le facteur d’initia-
tion IF3 induit la sélection des ARNt au site P au travers d’interactions avec la
petit sous-unité du ribosome. Ce facteur entraîne en eﬀet l’éjection des ARNt
élongateurs présents au niveau du site P, et renforce au contraire la ﬁxation de
l’ARNtMetf initiateur [461, 462]. Même si des changements conformationnels,
induits par IF3, ont été décrits pour l’ARNm, l’ARNtMetf ﬁxé au site P et la
sous-unité 30S du ribosome [427, 463, 464], le rôle de ceux-ci dans la sélection
IF3-dépendante de l’ARNt initiateur n’a jusqu’alors pas été montré de façon
satisfaisante.
Un des points clés du mécanisme de sélection IF3-dépendante de l’ARNtMetf
est la présence des trois paires G C consécutives, retrouvées dans la tige an-
ticodon de tous les ARNt initiateurs [12, 433, 434]. Cette caractéristique de
séquence est nécessaire, en présence des facteurs d’initiation, à la ﬁxation de
l’ARNtMetf au site P de la sous-unité 30S in vitro [122]. Elle est aussi indis-
pensable pour l’initiation de la traduction in vivo [446]. Il a aussi été montré
par des expériences de mutagénèse, que la sélection IF3-dépendante de tiges-
boucles anticodons ne nécessitait pas seulement ces paires G C caractéristiques
des initiateurs, mais également la séquence inchangée de la boucle anticodon
[123]. De façon très intéressante, ces mêmes expériences de mutagénèse ont
montré que la sélection IF3-dépendante d’un ARNt en tant qu’ARNt initia-
teur était corrélée à sa moindre sensibilité vis-à-vis de la nucléase S1 [123]. En
eﬀet, des mutations dans la tige ou dans la boucle anticodon de l’ARNtMetf
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abolissent de façon concomitante sa capacité à initier la synthèse protéique
et son proﬁl particulier de clivage à la nucléase S1 [122, 123] (voir Figure
9.3 pour les proﬁls de clivages à la nucléase S1). Ceci suggère très fortement
que la conformation particulière de la tige-boucle anticodon des ARNt initia-
teurs (Paragraphe 9.2.2) soit nécessaire à leur fonction initiatrice, et cela au
travers d’une sélection IF3-dépendante de cette conformation au sein du site P.
Cependant, une étude menée par l’équipe de Uttam RajBhandary semble
en contradiction avec cette aﬃrmation. En eﬀet, ils ont montré qu’un ARNt
suppresseur pouvait servir d’ARNt initiateur sur le codon de terminaison UAG
[465]. Et bien que les trois paires G C de la tige soient indispensables à son ac-
tivité initiatrice, la boucle anticodon de cet ARNt ne présente pas de résistance
particulière à la nucléase S1. De plus, son proﬁl de clivage est inchangé lorsque
des mutations qui abolissent sa sélection en tant qu’ARNt initiateur sont in-
troduites dans la tige [446]. Ceci suggère donc que la conformation particulière
de la tige-boucle anticodon — qui trouve vraisemblablement son origine dans
les trois paires G C de la tige et dans la séquence particulière de la boucle —
ne soit pas un déterminant de sélection des ARNt initiateurs, mais que seule
la présence des trois paires G C soit requise et que celles-ci soient directement
reconnues au niveau du site P du ribosome — soit par le ribosome lui-même,
soit par le facteur IF3. Cependant, comme le font remarquer les auteurs, le fait
que l’ARNt suppresseur construit présente un proﬁl de clivage à la nucléase
S1 diﬀérent de celui des ARNt initiateurs, mais qu’il puisse tout de même ini-
tier la synthèse protéique pourrait également s’expliquer si l’on considère que
celui-ci est impliqué dans un équilibre conformationnel, entre la conformation
de l’ARNtMetf — qui lui confère par là son activité initiatrice — et celle des
ARNt élongateurs — qui lui donne ainsi ce proﬁl de digestion à la nucléase S1
[446]. En eﬀet, si l’on admet une interconversion possible entre la conforma-
tion « initiateur » et la conformation « élongateur » au sein des tiges boucles
anticodons, cet équilibre conformationnel pourrait être déplacé, dans le cas de
l’ARNt suppresseur de cette étude, en faveur de celle des ARNt élongateurs par
une simple modiﬁcation de la séquence de la boucle. Mais la modiﬁcation de
séquence étant tout de même assez minime, une certaine proportion d’ARNt
suppresseur pourrait présenter la conformation « initiateur » de l’anticodon
et ainsi permettre l’initiation de la synthèse protéique. De façon intéressante,
un équilibre conformationnel de la tige-boucle anticodon de l’ARNtMetf a été
observé par RMN, mais sa nature exacte n’a pas été déterminée [445].
En résumé, il n’est ainsi pas absolument certain que la conformation par-
ticulière des tiges-boucles anticodon des ARNt initiateurs soit nécessaire à
leur fonction initiatrice. Ainsi, les trois paires G C requises pour la fonction
initiatrice des ARNt doivent être directement reconnues au niveau du site P
du ribosome — soit par le ribosome lui-même, soit par le facteur IF3. Les
structures des complexes 70S–ARNtMetf [46, 47, 455] ont donné une explication
structurale quant au rôle de deux des paires G C de la tige. En eﬀet, deux
d’entre elles sont impliquées dans des interactions de type A-mineur avec les
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nucléotides G1338 et A1339 de l’ARNr 16S (Paragraphe 9.3.2 et Figure
9.5). L’implication de ces nucléotides du site P dans la sélection IF3 dépendante
de l’ARNt initiateur a de plus été montré par des expériences de mutagénèse
[460].
Cependant, le fait que la sélection de l’ARNt initiateur ne puisse pas s’ef-
fectuer en l’absence du facteur d’initiation IF3 a amené à formuler l’hypothèse
que sous l’eﬀet d’un changement conformationnel induit par IF3, les bases
G1338 et A1339 venaient vériﬁer l’identité de l’ARNt présent au site P grâce
à ces interactions A-mineur [459]. Le fait que l’interaction A-mineur entre la
base A1339 et la paire G30 C40 ne soit pas optimale dans la structure du ribo-
some 70S (Figure 9.5) va également dans ce sens, puisque durant l’initiation,
de petits mouvements de la « tête » de la petite sous-unité pourraient per-
mettre d’obtenir une géométrie optimale aﬁn d’inspecter le petit sillon de la
tige anticodon de l’ARNt présent au site P [47].
Il aurait également été possible que le facteur IF3 intervienne en recon-
naissant directement les paires G C de la tige anticodon de l’ARNt initiateur,
mais au regard de la connaissance que l’on a de la position de IF3 sur la petite
sous-unité [459, 463], celui-ci semble trop éloigné de cette région de l’anticodon
pour pouvoir réaliser la vériﬁcation par lui-même.
Toutes ses données semblent bien expliquer le rôle des paires G C, celui des
nucléotides G1338 et A1339, et celui du facteur IF3. Cependant, quelques zones
d’ombres subsistent concernant ce mécanisme de décodage IF3-dépendant.
En eﬀet, si seules les deux interactions A-mineur avec les paires G29 C41 et
G30 C40 étaient requises pour la sélection de l’ARNt initiateur, certains ARNt
présentant deux paires G C (G29 C41 et G30 C40) dans leur tige anticodon
devraient être plus résistants à l’éjection du site P par IF3 [460]. De plus,
ce modèle n’explique pas le rôle joué par la troisième paire G C (G31 C39).
D’autre part, si seules les deux interactions A-mineur étaient requises, des mu-
tants de la sous-unité 30S aux positions 1338 et 1339 devraient, en présence du
facteur IF3, éjecter tous les ARNt du site P, y compris l’ARNtMetf . Ceci a été
observé à de fortes concentrations d’IF3, mais le comportement du site P à de
faibles concentrations d’IF3 suggère qu’il existe une interaction additionnelle,
spéciﬁque de la région de l’anticodon de l’ARNtMetf , qui favorise sa ﬁxation au
sein du site P [460]. La nature de cette interaction additionnelle n’a cependant
toujours pas été identiﬁée.
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10.1 Problématique et résumé de l’Article 4
D’un point de vue structural, la conformation particulière de la tige-boucle
anticodon des ARNt initiateurs — révélée par des tests enzymatiques de cli-
vage à la nucléase S1 et par sondes chimiques en solution — reste à l’heure
actuelle inexpliquée. Lors d’essais de co-cristallisation de la m1A58 MTase de
T. thermophilus avec l’ARNtMetf d’E. coli, nous avons obtenu des cristaux de
l’ARNtMetf seul, qui nous ont permis de résoudre la structure de cet ARNt ini-
tiateur. La diﬀraction des cristaux d’ARNtMetf s’est révélée être très anisotrope.
Cependant, le traitement attentif de cette anisotropie nous a permis d’obtenir
des cartes de densité très bien déﬁnies, et ce également pour la région de l’an-
ticodon. L’ARNtMetf adopte la structure classique en forme de « L » des ARNt.
Cependant, la région de l’anticodon révèle une structure unique impliquant
directement deux des trois paires G C de l’anticodon. Cette structure permet
d’expliquer de nombreuses données biochimiques de la littérature. Elle peut
être décrite par trois éléments particuliers :
– Une paire de base Cm32✏❨✏A38 de type wobble qui étend la tige anticodon
d’une paire supplémentaire
– Une base triple entre la base A37 située juste après le triplet de l’anticodon
et la paire G29 C41 dans le grand sillon de la tige anticodon
– Un empilement particulier des bases de la boucle anticodon, où la base
A38 est directement empilée sur la dernière base de l’anticodon (U36),
alors qu’elle est empilée sur la base 37 dans toutes les structures d’ARNt
élongateurs
Cette structure particulière de la région de l’anticodon de l’ARNtMetf est
représentée en vue stéréoscopique à la Figure 10.1.
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Figure 10.1 – Structure unique de l’anticodon de l’ARNtMetf
Vue stéréoscopique de l’anticodon de l’ARNtMetf . Les nucléotides de la tige sont en
bleu foncé, la paire de base Cm32✏❨✏A38 de type wobble est en vert, et les nucléotides
de la boucle sont en rouge. La base A37 vient interagir avec la paire G29 C41 dans
le grand sillon de la tige anticodon.
Cette structure unique pourrait permettre une interaction additionnelle dis-
criminante entre la région de l’anticodon de l’ARNt initiateur et la machinerie
de traduction au niveau du site P du ribosome — soit de manière directe, soit
par l’intermédiaire d’IF3, et ainsi être un élément crucial — en plus des paires
G C impliquées dans les interactions A-mineur — permettant la sélection de
l’ARNt initiateur lors de l’initiation de la traduction.
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ABSTRACT
In all organisms, translational initiation takes place
on the small ribosomal subunit and two classes of
methionine tRNA are present. The initiator is used
exclusively for initiation of protein synthesis while
the elongator is used for inserting methionine
internally in the nascent polypeptide chain. The
crystal structure of Escherichia coli initiator
tRNAf
Met has been solved at 3.1 A˚ resolution. The
anticodon region is well-defined and reveals a
unique structure, which has not been described in
any other tRNA. It encompasses a Cm32A38 base
pair with a peculiar geometry extending the anti-
codon helix, a base triple between A37 and the
G29-C41 pair in the major groove of the anticodon
stem and a modified stacking organization of the
anticodon loop. This conformation is associated
with the three GC basepairs in the anticodon stem,
characteristic of initiator tRNAs and suggests a
mechanism by which the translation initiation
machinery could discriminate the initiator tRNA
from all other tRNAs.
INTRODUCTION
During translation initiation, the start codon of the mes-
sage must be identiﬁed and aligned in the P-site of the 30S
subunit, so that it basepairs with the anticodon of initiator
tRNA. In Escherichia coli, this step involves initiation
factor IF3 and requires the presence of three consecutive
GC base pairs closing the anticodon loop. Interestingly,
these GC base pairs are an exclusive hallmark of cytoplas-
mic initiator tRNAs from all living organisms (1). It has
been shown for a long time that three consecutive GC
pairs in the anticodon stem are a crucial feature that dis-
tinguishes initiator tRNA from elongator tRNAs during
translational initiation (2–5). The presence of this speciﬁc
sequence in the anticodon stem is associated with a mod-
iﬁed reactivity towards nucleases and chemical reagents,
suggesting that it induces structural diﬀerences related to
the translation initiation process (2–4). However, cur-
rently available structures of initiator tRNA have so far
provided little clues as to what this speciﬁc anticodon con-
formation might be, probably because this stem-loop is
often less ordered in crystal structures (6,7). An NMR
study comparing initiator and elongator stem-loop struc-
tures showed that they have closely similar solution struc-
tures (8). However, in the same study, NMR data
collected at low temperature revealed a possible second
conformation of the initiator stem-loop that could not
be further analyzed for technical reasons. In addition,
despite the large amount of structural data accumulated
on the ribosome (9–11), it is not yet fully understood how
the initiator tRNA is selected among all other tRNAs
during initiation. Recent crystal structures of 70S ribo-
some functional complexes (9–11) provide a detailed
description of how the ribosome interacts with its
mRNA and tRNA partners [for a recent review, (12)].
Actually, the ribosome makes a number of contacts with
the anticodon arm of tRNA in the P-site. Among these,
the universally conserved nucleotides G1338 and A1339
which are located in the head of the small subunit form
type II and type I A-minor interactions (13) with the GC
base pairs 29:41 and 30:40 of initiator tRNA. By muta-
tional studies (14,15), these interactions were demon-
strated to help in diﬀerentiating between the initiator
and the elongator tRNAs. However, displacement by
IF3 of initiator-like tRNAs that contain these two GC
pairs indicates that an additional feature allow to distin-
guish them from authentic initiator tRNAs (14,15).
Additionally, although the three GC pairs are required
for discrimination of initiation tRNA by IF3, they are
not suﬃcient to specify the identity of initiator tRNA
(4,16). These results are in favor with the formation of
an additional interaction possibly speciﬁc to the anticodon
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region of the initiator tRNA that would favor its binding
to the P-site in the presence of IF3.
We have determined the crystal structure of E. coli
initiator tRNAf
Met at 3.1 A˚ resolution. Overall,
tRNAf
Met has the classical L-shape geometry, with usual
tertiary interactions. However, its structure reveals a
unique conformation of the anticodon stem-loop, which
explains previous biochemical data and provides informa-
tion of its speciﬁc function in translation initiation.
MATERIALS AND METHODS
tRNA purification
The E. coli tRNAf
Met was overexpressed from plasmid
pBSTtRNAf
Met in E. coli JM101TR using a protocol
derived from that of Meinnel et al. (17). Brieﬂy, after
phenol extraction of RNAs from bacteria, total tRNA
was separated by gel ﬁltration on a HiLoad 26/60
Superdex 75 prepgrade chromatography column
(Amersham Biosciences) equilibrated in 25mM Tris–HCl
pH 7.0. The overexpressed tRNAf
Met was then separated
from other tRNAs by an anion exchange step (Resource Q
column) equilibrated in 25mM Tris–HCl pH 7.0. tRNAs
were eluted using a 350–550mM NaCl gradient in the
same buﬀer. The tRNAf
Met was further puriﬁed by a
hydrophobic interaction step (Phenyl Superose column)
equilibrated in 10mM ammonium acetate pH 6.5,
1.7M ammonium sulfate. tRNAf
Met was eluted using a
1.7–1.0M ammonium sulfate reverse gradient. The frac-
tions containing the puriﬁed tRNAf
Met were pooled,
dialyzed against 50mM Tris–HCl pH 8.0, 100mM KCl,
concentrated using Amicon Ultra (Millipore) and stored
at –208C.
Crystallization and crystal characterization
tRNAf
Met was prepared at a initial concentration of
3mg/ml in 50mM Tris–HCl pH 8.0, 100mM KCl and
10mM MgCl2 and crystallized by the vapor diﬀusion
method at 198C in several conditions. All conditions con-
tained at least 2.0M ammonium sulfate as a precipitating
agent. Suitable crystals for diﬀraction data collection,
were grown up at two diﬀerent pH conditions: pH 4.6
(2.0M ammonium sulfate, 100mM AcOH/AcONa pH
4.6) and 8.0 (2.0M ammonium sulfate, 50mM Tris–HCl
pH 8.0). Crystals grew up to 100mm within 1 week. The
hexagonal crystals belonged to space group P6422 with
one tRNAf
Met per asymmetric unit and with a particularly
high solvent content of 79% (Table 1 for statistics).
Table 1. Data collection and reﬁnement statistics for the determination of tRNAf
Met structure
pH 4.6 (PDB ID 3CW5) pH 8.0 (PDB ID 3CW6)
Data collection statistics
Beamline (ESRF) ID14–3 ID29
Wavelength (A˚) 0.931 0.918
No. of frames (=18) 90 90




No. of measured reﬂections 79 471 (10 063)a {96 111 (13 300)}b 68 263 (4286) {82 534 (11 149)}
No. of unique reﬂections 10 063 (899) {10 810 (1475)} 8490 (875) {9240 (1318)}
Resolution limits (A˚) 40.00–3.10 (3.27–3.10) 40.00–3.30 (3.48–3.30)
Rmerge
c (%) 9.9 (47.7) {11.7 (81.0)} 10.3 (67.4) {12.4 (137.2)}
Mean I/(I) 15.7 (2.7) {15.3 (3.5)} 13.9 (2.2) {13.5 (1.9)}
Rpim
d (%) 3.7 (27.4) {4.2 (27.7)} 3.8 (32.8) {4.4 (49.2)}
Data completeness (%) 91.4 (59.8) {97.9 (95.1)} 91.4 (67.4) {99.5 (100.0)}
Multiplicity 7.9 (3.2) {8.9 (9.0)} 8.0 (4.9) {8.9 (8.5)}
Wilson B-value (A˚2) 31.3 {65.1} 36.7 {56.7}
Refinement statistics
Resolution range 40.00–3.10 (3.18–3.10) 40.00–3.30 (3.39–3.30)
Number of reﬂexions 9197 (468) 7123 (268)
R-factor (%) 24.1 (32.8) 23.1 (28.1)
Rfree (%) 27.0 (43.4) 27.4 (39.5)
Number of tRNA atoms 1645 1645
RMSD (bonds) (A˚) 0.009 0.009
RMSD (angles) (8) 1.735 1.946
Mean residual B-value (A˚2)e 19.5 82.3
Solvent content (%) 79 79
aValues for the outermost shell are given in parenthesis.
bValues before anisotropic treatment are given in brackets. Statistics for anisotropic data sets, used in structure reﬁnement, were assessed on data sets













i Ih,i, where the outer sum (h) is over the unique reﬂections, and the inner sum (i) is over the set of independent













i Ih,i, where the outer sum (h) is over the unique reﬂections, the inner sum (i) is over the set of
independent observations of each unique reﬂection, and N the redundancy of the measured reﬂections.
eAs TLS parameters were reﬁned, B-value include only residual B-value.
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Data collection, structure solution and refinement
The crystals were harvested, soaked in a cryoprotectant
solution [2.2–2.4M ammonium sulfate, MgCl2 10mM,
glycerol 20% (v/v), and 50mM AcOH/AcONa pH 4.6
or 50mM Tris–HCl pH 8.0 depending the pH at which
the crystals were grown up] for about 1–5min and ﬂash-
frozen in liquid nitrogen before data collection.
Diﬀraction data were collected at beam lines ID14–3
and ID29 of the European Synchrotron Radiation
Facility (ESRF, Grenoble, France). All crystallographic
calculations were performed using the CCP4 suite version
6 (18) as implemented in the graphical user interface (19).
X-ray diﬀraction data were processed using MOSFLM
(20) and scaled with SCALA (21). The structure of
tRNAf
Met was solved by molecular replacement using
the program PHASER (22) and the coordinates of
tRNAf
Met from the E. coli tRNAf
Met/formylase complex
(PDB entry code 2FMT) as a model. Model and map
visualizations for manual reconstruction were performed
with the program COOT (23). In the last stages of reﬁne-
ment, TLS parameters (24) were reﬁned using one group
for the entire tRNA molecule. The acidic structure was
reﬁned as described in the following paragraph, and the
model was then used to reﬁned the basic structure.
Coordinates and structure factors of E. coli tRNAf
Met
have been deposited at the Protein Data Bank with the
accession code 3CW5 and 3CW6.
RESULTS AND DISCUSSION
Structure determination
We have solved the crystal structure of the E. coli initiator
tRNAf
Met at two pH conditions (i.e. 4.6 and 8.0) using
careful treatment of data anisotropy. Indeed, the diﬀrac-
tion patterns of the two crystal forms were severely aniso-
tropic, with the acidic condition giving however higher
resolution limits (Table 1). For instance, in the acidic con-
dition, diﬀraction limits are 2.8 A˚ along the a and b
directions, and 3.4 A˚ along the c direction. We ﬁrst
attempted to reﬁne the structure using the anisotropic
scaling procedure applied by REFMAC (25). However,
the obtained electron density maps were relatively feature-
less, especially around the anticodon stem-loop. To
improve map quality, we then tried the procedure
described by David Eisenberg’s group (26) to deal with
highly anisotropic data (http://www.doe-mbi.ucla.edu/
sawaya/anisoscale/). Brieﬂy, data falling outside an
ellipse centered at the reciprocal lattice origin and
having vertices at 1/2.8, 1/2.8 and 1/3.4 A˚1 along a, b
and c, respectively, were removed. After this ellipsoidal
truncation, anisotropic scale factors were applied. Lastly,
a negative isotropic B factor was used to restore the mag-
nitude of the high-resolution reﬂections diminished by ani-
sotropic scaling. The statistics of the anisotropically scaled
dataset are shown in Table 1. The structure was then
reﬁned to a resolution of 3.1 A˚ against the anisotropically
scaled data using the program REFMAC (25). This
yielded maps of very good quality including for the antic-
odon region (Figure 1 and Supplementary Figure 1). The
ﬁnal model shows a R-factor of 24.1% and a Rfree factor
of 27.0% (Table 1). Data from crystals grown under basic
conditions were processed similarly. The corresponding
structure was reﬁned to a resolution of 3.3 A˚
(R=23.1%; Rfree=27.4%). Otherwise stated, we will
describe the tRNAf
Met structure obtained in the acidic























Figure 1. Electron density maps around anticodon and TC arms of tRNAf
Met structure in the acidic conditions. (a) The anticodon arm showing
the A37 base triple interaction with G29-C41. (b) The TC arm showing well-deﬁned base and phosphate position. The electron density map
corresponds to a 2Fo–Fc contoured at 1s.
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Overall model and crystal packing
The overall tertiary structure of tRNAf
Met matches the
well-known L-shape structure ﬁrst revealed in yeast
tRNAPhe (27) with usual tertiary interactions (Figure 2):
the reverse-Hoogsteen base pairs s4U8A14 and T54A58,
the trans Watson–Crick G15C48 (‘Levitt pair’), the one
bond imino-4-carbonyl G1855, the Watson–Crick base
pair G19–C56 forming the corner of the L, the Watson–
Crick like G26A44, the ‘U-turn’ at U33 in the anticodon
loop and at 55 in the T loop, and ﬁnally the base triples
A46(G22–C13) and G45(G10–C25). The base triple
equivalent to the A9(A23–U12) found in tRNAPhe,
i.e. G9(C23–G12) was not formed in tRNAfMet where
N7-G9 is at 5.2 A˚ away from N4-C23.
The crystal packing is quite remarkable. First, the
acceptor arm of the tRNA molecule interacts with the
major groove of the acceptor stem of a symmetry-related
tRNA molecule, thereby forming a triple helix (Figure 3a
and b). Namely, nt 72–76 of one tRNA molecule are base-
paired in an antiparallel manner to G2-G6 of the acceptor
stem of another tRNA molecule. The C1 nucleotide is very
mobile and is not visible in electron density maps.
However the triple helix formation necessarily rejects C1
in the solvent with G2 rather stacks on A72. Therefore,
the always mismatched 1 and 72 bases, characteristic of
bacterial initiator tRNAs, are not face-to-face. Another
packing region involves anticodon–anticodon base pairing
(Figure 3c and d). Anticodon loops interact through pair-
ing between C34A35U36A38 and the four same bases in a
symmetry-related tRNA molecule, thereby forming two
Watson–Crick AU pairs and two non-canonical CA
pairs. The same packing interaction at the level of the
anticodon was previously observed in the E. coli
tRNAf
Met/formylase complex (PDB entry code 2FMT)
and in the yeast initiator tRNA crystal structure (PDB
entry code 1YFG). In tRNAAsp, the crystal packing also
involves anticodon–anticodon interactions (28). We
cannot exclude that the crystal packing at the level of
the anticodon loop, in particular contacts between C34
and A38, could contribute to the stabilization of the antic-
odon loop conformation, in particular stabilisation of the
non-canonical Cm32A38 base pair described in the fol-
lowing paragraph.
Although the overall structure globally resembles that
of elongator tRNAs, there are however striking features at
the level of the anticodon arm that deserve discussion.
The anticodon stem-loop of initiator tRNA adopts
a non-canonical conformation
The structure of the anticodon stem-loop region can be
described by three speciﬁc features (Figure 4): (i) an addi-
tional Cm32A38 unusual base pair extending the antic-
odon stem (Figure 4c). (ii) Formation of a base triple
between A37 in the anticodon loop and G29-C41 in the
stem (Figure 4d). This induces a large turn in the phos-
phate backbone just after the anticodon triplet. (iii) An
unusual stacking pattern for the anticodon loop: A38 is
directly stacked onto the last base of the anticodon (U36),
whereas it is stacked on nt 37 in all other tRNA structures
(Figure 4a and b). Overall, this induces a more compact
and constrained geometry, stabilized by additional speciﬁc
interactions involving the ﬁrst and the last initiator-
characteristic GC pairs. The Cm32A38 wobble-like
base pair, not encountered in other tRNA structures
(29), is stabilized by stacking onto G31-C39 and by a
crystal contact between A38 and C34. It involves a polar
contact between N1(A38) and O2(Cm32) in addition to
the N3(Cm32)–N6(A38) hydrogen bond and suggests
that the N1 group of A38 is protonated (Figure 4c). The
particular Cm32A38 wobble-like base pair is probably
formed because of the acidic pH of the crystallization
conditions. Unfortunately, the lower resolution of the
model reﬁned from crystals grown at pH 8.0 did not
allow us to conﬁrm this proposal, since the prediction
on the protonation state from the structure depends on
small variations in base pair orientation that could not be
strongly reliable at this resolution. In the structure of the
E. coli tRNAf
Met/formylase complex (30), which was
determined using crystals grown at pH 6.6, the
Cm32A38 base pair is less tight than in the present struc-
ture. However, the two bases are also facing each other.
Such an (A+)C base pair was already shown to occur,
with a pKa of about 6.0, in the NMR structures of hypo-
modiﬁed tRNA3
Lys anticodon stem-loop (31). In
tRNAf
Met, as a consequence of the (A+)C pairing, the
anticodon stem extends to Cm32A38.
Additionally, A37 participates in a base triple within the
major groove of the anticodon stem. The Watson–Crick
edge of A37 interacts with the Hoogsteen edge of G29
and is stabilized by an hydrogen bond between A37 O40
and C39 N4 (Figure 2d). This triple interaction is prob-
ably strengthened by protonation of A37 N1. The
A37(G29-C41) interaction has never been described and
Figure 2. Tertiary interactions on the secondary structure of E. coli
tRNAf
Met. Solid lines represent base–base tertiary interaction through
hydrogen bonds, and dashed lines represent base stacking interactions.
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is clearly observed in the present structures obtained from
crystals at two pH conditions (see Supplementary Figure 2
for the basic structure). As a consequence, the major
groove of the anticodon stem is severely obstructed at
the level of the three GC pairs. This could explain the
previously reported unreactivity of the N7 groups of
G29, G30, G31 in the major groove of E. coli initiator
tRNA anticodon stem (32). In particular, the N7 group
of G30 which is reactive in all elongator tRNAs does not
react with dimethyl-sulfate in tRNAf
Met. In conclusion,
two features are undoubtedly conserved in the tRNAf
Met
structures solved at two pH conditions: the peculiar stack-






































Figure 3. Packing interaction in the crystal structure of tRNAf
Met. (a) and (b) in the acceptor stem, (c) and (d) in the anticodon loop.
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E. coli initiator tRNA was previously crystallized in
complex with methionyl–tRNAf
Met transformylase (30).
The anticodon stem-loop region does not interact with
the protein. In this structure, A37, although not involved
in a base-triple with G29-C41, also fails to stack between
U36 and A38 (Figure 3a and b), in contrast to what is
observed in all available elongator tRNA structures
(27,33–38). Diﬀerences observed for the position of A37
in the present structure and in the tRNAf
Met/formylase
complex structure are in favor of its mobility. In this con-
text, it should be noted that in the structure of tRNAf
Met/
formylase complex the position of the adenine ring of base
37 was only tentatively modelled (30). Increased mobility
of A37 in the tRNAf
Met/formylase complex is also sup-
ported by an increased RNase sensitivity at phosphate
G29, G30 upon binding of tRNAf
Met to the formylase
(39). Finally, although in yeast initiator tRNA structure
the anticodon region is poorly deﬁned (6), a similar orga-
nization of the anticodon bases was observed, with U36
stacked on A38 and A37 rejected in the solvent. Therefore,
in available X-ray structures, initiator tRNAs appear con-
sistently diﬀerent from elongator tRNAs at the level of the
base stacking of the anticodon loop. This corroborates
their unique S1 nuclease cleavage pattern (2,3,40).
Indeed, all initiator tRNAs (E. coli, yeast and mammalian)
are cleaved after C34 and A35 (2), while the anticodon
loops of elongator tRNAs, including elongator tRNAMet,
are much more sensitive, being cleaved after U33, C34,
A35 and U36 (2,40). Interestingly, in yeast, the anticodon
loop sequences of initiator and elongator tRNAMet are
identical, including for the post-transcriptional base mod-
iﬁcation. These observations led to the proposal that the
three conserved GC base pairs of the initiator anticodon
stem were the key determinants for an unusual conforma-
tion of the anticodon loop (2–4). This hypothesis is in full
agreement with the structure reported here.
Relevance for initiator tRNA discrimination
Mutagenesis of the anticodon or stem-loop showed that
the S1 cleavage pattern correlates with the initiator
function and selection by IF3 (3,4). This strongly suggests
that the peculiar conformation of the anticodon loop of
initiator tRNAs is required for their initiator function.
This raises the question of the detailed underlying
mechanism. In the structure of the Thermus thermophilus
70S ribosome, tRNAf
Met is paired with the initiation
codon in the P-site (9), and the canonical conformation
of the anticodon loop is restored, with A37 stacked
between U36 and A38 (Figure 3c). Such a conformation
was also seen in the structure of E. coli ribosome with a
tRNAf
Met anticodon stem-loop paired to mRNA in the
P-site (41). This conformation is stabilized by a number
of contacts within the P-site. Among these, universally
conserved bases G1338 and A1339 make types I and II
A-minor interactions with G29-C41 and G30-C40, respec-
tively (9–11). Although the GC pairs are crucial for IF3-
dependent tRNAf
Met discrimination, they are too far from
its 30S subunit binding site to be directly inspected by IF3,
according to the current understanding of the position of
IF3 (42). This led these authors to propose that under the
inﬂuence of IF3 binding, G1338 and A1339 might check
the identity of tRNAf
Met through their minor groove
interactions with these conserved GC. By mutational stud-
ies, these interactions were actually shown to play a role in
the IF3-dependent tRNAf
Met discrimination (14,15).
However, tRNAs that contain two consecutive GC pairs
at positions 29–41 and 30–40 are not resistant to rejection
by IF3, indicating that discrimination must involve recog-
nition of at least one additional feature of the tRNAf
Met
anticodon stem-loop (15). The singular structure of the
anticodon stem-loop that we report here strongly supports
this idea.
Relevance for translation initiation
Clearly, the ‘37-unstacked’ conformation observed in the
anticodon loop of free initiator tRNA is markedly diﬀer-
ent from the ‘37-stacked’ observed in P-site-bound
tRNAf
Met. Therefore, the available data suggests that an
initiator tRNA must switch between the two conforma-





















E. coli initiator tRNAfMet Yeast elongator tRNAPhe
(d)
Figure 4. Unique conformation of the anticodon arm of the E. coli initiator tRNAf
Met: (a) the anticodon arm of tRNAf
Met, (b) for comparison
tRNAPhe anticodon arm (PDB ID 1EHZ), (c) the Cm32A38 wobble-like base pair observed in crystal structure of tRNAfMet and (d) the A37
(G29-C41) base triple observed in crystal structure of tRNAf
Met.
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hypothesis would be that a ‘37-unstacked’ conformation is
required at the ﬁrst stages of initiator tRNA accommoda-
tion by the ribosomal P-site and IF3. Recognizing a ‘37-
unstacked’ conformation would help to reject elongator
tRNAs (Figure 5). In a second step, stabilization of the
‘37-stacked’ conformation would require correct pairing
with the AUG initiation codon. Such a conformational
transition could be used as a ‘sensor’ that a correct initia-
tion codon has been found. Interestingly, in the present
structure as well as in that of the formylase/tRNAf
Met
complex and in that of yeast initiator tRNA, crystal pack-
ing involves only two Watson–Crick base pairs of the
anticodon (A35 and U36; see Supplementary Figure 2).
In the context of the above hypothesis, such a structure
may mimic pairing with an incorrect start codon,
unable to trigger a ‘37-stacked’ conformation of the
anticodon loop.
SUPPLEMENTARY DATA
Supplementary Data are available on NAR Online.
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Supplementary Figure 1: Electron density map around the anticodon region of the 
tRNAf
Met structure obtained at pH 4.6 showing unambigously the A37•(G29-C41) base triple. 
The map is a simulated annealing composite omit map (2FO-FC) contoured at 1 σ calculated 












Supplementary Figure 2: Electron density map of the anticodon region of the tRNAf
Met 
structure obtained at pH 8.0. Molecular replacement for the basic structure was performed 
using the acidic refined structure in which the coordinates around base A37 were omitted 
(i.e. A35 to C39) in yellow on the figure. After refinement of the Molecular replacement 
solution, the FO-FC map contoured at 3 σ is displayed around the anticodon stem-loop. It 
shows unambiguously the same stacking pattern and the same position of A37 as for the 
acidic structure.  
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Chapitre 11
Conclusion et Perspectives
La conformation particulière de la tige-boucle anticodon de l’ARNtMetf que
nous avons mise en évidence dans cette étude, est vraisemblablement impliquée
dans la sélection IF3-dépendante de l’ARNtMetf au sein du site P. Aﬁn de valider
cette hypothèse, il faudrait pouvoir obtenir la structure à haute résolution de
la sous-unité 30S en phase de préinitiation, avec l’ARNm, l’ARNtMetf au site P
et le facteur IF3. Malheureusement, ce complexe est relativement instable, et il
semble ainsi délicat d’en obtenir la structure. Aussi, l’obtention de la structure
de la sous-unité 30S en présence seulement d’IF3, pourrait permettre — par
une approche d’amarrage moléculaire — de comprendre comment l’ARNtMetf
dans sa conformation « 37–non-empilée » pourrait venir interagir au niveau du
site P de la sous-unité 30S, soit avec le ribosome lui-même soit avec le facteur
d’initiation IF3. Un tel modèle pourrait permettre de comprendre les bases
moléculaires de la discrimination IF3-dépendante de l’ARNt initiateur au sein
du site P du ribosome.
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New insights into the formation of HIV-1 reverse transcription
initiation complex . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 54
Pierre Barraud, Cyril Gaudin, Frédéric Dardel & Carine Tisné
Biochimie 89 (2007) 1204–1210
Abstract
HIV-1 reverse transcriptase uses the host tRNALys3 as a primer for the synthesis
of the minus DNA strand. The ﬁrst event in viral replication is thus the annea-
ling of tRNA to the primer binding site (PBS) in the 5’ UTR of the viral RNA.
This event requires a major RNA rearrangement which is chaperoned by the
viral NC protein. The binding of NC to nucleic acids is essentially non-speciﬁc,
however, NC is known to bind selectively to hairpins located in the 5’ region of
the viral RNA. In a previous study, using an NMR approach in which the reac-
tion is slowed down by controlling temperature, we were able to follow details
in this RNA unfolding/refolding process and to uncover an intermediate state.
We showed that annealing initiates at the junction between the acceptor and
the TΨC stems, and that, at physiological temperature, complete annealing is
reached only in the presence of NC, probably when the zinc ﬁngers contact the
TΨC/D loops. In the present work, we have reﬁned our model of the forma-
tion of the tRNALys3 /PBS duplex. First, we show that annealing can initiate
both from the single-stranded CCA 3’-end bases of the acceptor stem and from
the bases in the TΨC stem. Secondly, by NMR and ﬂuorescence spectroscopy,
we have studied the complex between the NC protein and RNA hairpins that
mimic the D and T arms of the tRNALys3 . Interestingly, the NC protein shows
strong and speciﬁc binding to the D arm of tRNALys3 , which could explain the
overall annealing mechanism.
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Optimizing HSQC experiment for the observation of exchange
broadened signals in RNA–protein complexes . . . . . . . . . . . . . . 71
Pierre Barraud, Frédéric Dardel & Carine Tisné
Comptes Rendus Chimie 11 (2008) 474–479
Abstract
Sites for interaction in protein–RNA complexes are often regions of conforma-
tional exchange. Although the study of exchange processes could bring valuable
information about the recognition mode between protein and RNA, chemical
exchange can be detrimental to the NMR spectra quality, resulting in broad,
very weak or even unobservable signals. In the present report, we used CPMG-
like experiments to improve HSQC spectra of an RNA–protein complex in fast
exchange on the chemical shift time scale. The use of such improvement will
allow us to handle the resolution of the three-dimensional structure of the com-
plex by NMR.
Crystal structure of Thermus thermophilus tRNA m1A58 methyl-
transferase and biophysical characterization of its interaction with
tRNA . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 114
Pierre Barraud, Béatrice Golinelli-Pimpaneau, Cédric Atmanene, Sarah San-
glier, Alain Van Dorsselaer, Louis Droogmans, Frédéric Dardel & Carine Tisné
Journal of Molecular Biology 377 (2008) 535–550
Abstract
Methyltransferases from the m1A58 tRNA methyltransferase (TrmI) family ca-
talyze the S-adenosyl-l-methionine-dependent N1-methylation of tRNA adeno-
sine 58. The crystal structure of Thermus thermophilus TrmI, in complex with
S-adenosyl-l-homocysteine, was determined at 1.7 Å resolution. This struc-
ture is closely related to that of Mycobacterium tuberculosis TrmI, and their
comparison enabled us to enlighten two grooves in the TrmI structure that
are large enough and electrostatically compatible to accommodate one tRNA
per face of TrmI tetramer. We have then conducted a biophysical study based
on electrospray ionization mass spectrometry, site-directed mutagenesis, and
molecular docking. First, we conﬁrmed the tetrameric oligomerization state of
TrmI, and we showed that this protein remains tetrameric upon tRNA binding,
with formation of complexes involving one to two molecules of tRNA per TrmI
tetramer. Second, three key residues for the methylation reaction were identi-
ﬁed : the universally conserved D170 and two conserved aromatic residues Y78
and Y194. We then used molecular docking to position a N9-methyladenine
in the active site of TrmI. The N9-methyladenine snugly ﬁts into the cataly-
tic cleft, where the side chain of D170 acts as a bidentate ligand binding the
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amino moiety of S-adenosyl-l-methionine and the exocyclic amino group of
the adenosine. Y194 interacts with the N9-methyladenine ring, whereas Y78
can stabilize the sugar ring. From our results, we propose that the conserved
residues that form the catalytic cavity (D170, Y78, and Y194) are essential for
fashioning an optimized shape of the catalytic pocket.
A unique conformation of the anticodon-stem loop is associated
with the capacity of tRNAMetf to initiate protein synthesis . . . . 156
Pierre Barraud, Emmanuelle Schmitt, Yves Mechulam, Frédéric Dardel & Ca-
rine Tisné
Nucleic Acids Research 36 (2008) 4894–4901
Abstract
In all organisms, translational initiation takes place on the small ribosomal
subunit and two classes of methionine tRNA are present. The initiator is used
exclusively for initiation of protein synthesis while the elongator is used for
inserting methionine internally in the nascent polypeptide chain. The crystal
structure of Escherichia coli initiator tRNAMetf has been solved at 3.1 Å resolu-
tion. The anticodon region is well-deﬁned and reveals a unique structure, which
has not been described in any other tRNA. It encompasses a Cm32❨A38 base
pair with a peculiar geometry extending the anticodon helix, a base triple bet-
ween A37 and the G29-C41 pair in the major groove of the anticodon stem and
a modiﬁed stacking organization of the anticodon loop. This conformation is
associated with the three GC basepairs in the anticodon stem, characteristic of
initiator tRNAs and suggests a mechanism by which the translation initiation
machinery could discriminate the initiator tRNA from all other tRNAs.
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Classification des paires de bases
dans l’ARN
Les faces d’interactions
Dans les ARN, outre les interactions canoniques G C et A✏U, où les nu-
cléotides interagissent avec leur face Watson-Crick, on trouve de nombreuses
interactions non-canoniques, faisant intervenir d’autres faces d’interaction que
l’incontournable face Watson-Crick. Ces faces d’interactions sont au nombre
de trois et sont présentées à la Figure A.1 a. Les trois faces d’interactions
sont :
– La face Watson-Crick (Watson-Crick Edge) — déﬁnie en ce qui concerne
les purines par les positions 1, 2 et 6 — et par les positions 2, 3 et 4 pour
les pyrimidines.
– La face Hoogsteen (Hoogsteen Edge) — déﬁnie en ce qui concerne les
purines par les positions 6 et 7 — et par les positions 4 et 5 pour les
pyrimidines.
– La face Sucre (Sugar Edge) — déﬁnie en ce qui concerne les purines
par les positions 2 et 3 — et par la position 2 pour les pyrimidines —
auxquelles viennent s’ajouter la position 2➐OH du ribose, tant pour les
purines que pour les pyrimidines.
Les douze familles et les symboles associés
Etant donné ces trois faces d’interactions, on peut déﬁnir 12 familles de
paires de bases (Figure A.2), en choisissant les faces d’interactions de chacun
des nucléotides ainsi que l’orientation relative de leurs liaisons glycosidiques
— Cis ou Trans (Figure A.1 b). Des symboles ont de plus été déﬁnis pour
représenter ces paires de bases 1 [20]. Dans le même article, Leontis & Westhof
proposent de noter les paires canoniques Watson-Crick G C par deux traits
ﬁns, les paires canoniques Watson-Crick A✏U par un trait ﬁn et les paires
« wobble » G❳U par un rond blanc. Etant donné la diﬃculté à insérer les
symboles de la Figure A.2 dans un texte, les paires de bases non canoniques
y sont souvent représentées par un simple rond noir « ❨ ».
1. Ces notations sont utilisées par certains logiciels d’analyse de structure















































































































Figure A.1 – Les faces d’interactions des nucléotides
a : Les trois faces d’interactions des nucléotides sont présentées sur une guanosine
(purine) et une cytosine (pyrimidine). Les trois faces sont la face Waston-Crick, la
face Hoogsteen et la face Sucre. Chez les pyrimidines, la face Sucre est aussi appelée
face « C–H ». b : Orientation Cis et Trans des liaisons glycosidiques.
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No. Faces d'interactions Symbole
  Orientation






























Watson-Crick / Sugar Edge
Watson-Crick / Sugar Edge
Hoogsteen / Hoogsteen
Hoogsteen / Hoogsteen
Hoogsteen / Sugar Edge
Hoogsteen / Sugar Edge
Sugar Edge / Sugar Edge
Sugar Edge / Sugar Edge
Figure A.2 – Les 12 principales familles de paires de bases et leur no-
tation symbolique
Les numéros et les symboles correspondent à ceux déﬁnis dans Leontis &Westhof [20].
Chaque famille est déﬁnie par les deux faces en interaction ainsi que par l’orientation
relative des liaisons glycosidiques.
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Obtention des échantillons pour la
RMN et la Cristallographie
Surproduction et purification de la protéine de
nucléocapside NC1✏55
Le protocole de surproduction et de puriﬁcation de la NC1✏55 est adapté
de protocoles existants [180, 186, 467]
Surproduction de la NC1✏55
Souches bactériennes et vecteur plasmidique
Le système pET de Novagen est utilisé pour la surproduction de la NC
du VIH-1. Le gène d’intérêt NCp7 est cloné dans le vecteur pET3a. Son ex-
pression est sous le contrôle du promoteur T7 et est induite par l’IPTG. Le
plasmide pET3a–Ncp7 nous a été donné par l’équipe de Michael Summers
(University of Maryland, Baltimore). Les cellules (E. coli BL21(DE3)pLysE)
sont transformées avec le plasmide par la technique d’électroporation. Après
le choc électrique, 1 mL de milieu LB est ajouté et les cellules sont incubées 1
h à 37 ℃. 100 µL de cette suspension sont ensuite étalés sur boîte ZB agar (10
g/L Tryptone, 5 g/L NaCl, 15 g/L agar). La sélection des cellules se fait par
l’ajout d’antibiotiques ad hoc : chloramphénicol (34 µg/mL) dont le gène de
résistance est porté par le plasmide pLysE, et ampicilline (100 µg/mL) dont
le gène de résistance est porté par le plasmide pET3a.
Test d’induction
Des cultures de 5 mL de M9ZB (10 g/L Tryptone, 5 g/L NaCl, 1 g/L
NH4Cl, 3 g/L KH2PO4, 6 g/L Na2HPO4, 0,4 % glucose, 1 mM MgSO4) en
présence de ZnCl2 (0,1 mM), de chloramphénicol (34 µg/mL) et d’ampicilline
(100 µg/mL) sont ensemencées à partir de six clones choisis sur la boîte ZB
agar. L’induction se fait par l’ajout d’IPTG (1 mM ﬁnal), lorsque l’absorbance
à 600 nm atteint 0,5 u.a. Des aliquotes sont prélevées avant l’induction et 1,
2, 3 et 4 h après l’ajout d’IPTG pour contrôler la surproduction de la NC par
les clones choisis et pour déterminer la durée optimale d’induction. Un clone
dont la qualité de surproduction est jugé satisfaisante est choisi et sera utilisé




Les cellules provenant du clone sélectionné sont cultivées une nuit en milieu
ZB en présence de ZnCl2 (0,1 mM), de chloramphénicol (34 µg/mL) et d’am-
picilline (100 µg/mL). 2 L de M9ZB sont ensemencés avec 200 mL de cette
préculture. L’induction se fait par l’ajout d’IPTG (1 mM ﬁnale), lorsque la
DO à 600 nm atteint 0,5 u.a. La croissance se poursuit alors pour une période
de 3 h. La culture est centrifugée à 9000 g pendant 20 min à 4 ℃ (rotor JLA
8100, Beckman). Les culots sont rassemblés et resuspendus dans un volume de
tampon de lyse équivalent à 1/50 du volume de culture (Tris-HCl pH 8,0 50
mM, glycérol 10 %, NaCl 0,1 M, ZnCl2 0,1 mM, DTT 5 mM, EDTA 2 mM).
Les culots resuspendus sont ensuite placés à – 70 ℃.
Purification de la NC1✏55
Préparation de l’extrait protéique
Les cellules sont lentement décongelées sur la glace puis des inhibiteurs de
protéases (86 µL de PMSF 10 mM et 15 µL de Pepstatine A 1 mg/mL) et 1
mL de désoxycholate de sodium 1 % (w/v) sont ajoutés par litre de culture.
Les cellules sont soniquées à 4 ℃ pendant 5 min par cycles de 20 s entrecoupés
de 40 s de pause. L’extrait obtenu est placé dans un erlenmeyer et 5 mL de
polyethylène imine (4 % (v/v) dans le tampon de lyse, pH ajusté à 8,0 par ajout
de HCl concentré) est ajouté goutte à goutte sous vive agitation. L’agitation
est poursuivie à 4 ℃ pendant 45 min. Les acides nucléiques ainsi précipités et
les débris cellulaires sont éliminés par une centrifugation à 48000 g pendant 30
min à 4 ℃ (rotor JA 20, Beckman). Le surnageant est ﬁltré sur une membrane
de 0,22 µm. Les étapes suivantes de puriﬁcation par chromatographie sont
réalisées à 4 ℃ sur un appareil FPLC ÄKTA Prime (Pharmacia Biotech).
Chromatographies échangeuses d’ions
Lors de la première étape de puriﬁcation, deux colonnes échangeuses d’ions
sont montées en série : une colonne Q–sépharose (Pharmacia Biotech, 50 mL)
suivie d’une colonne SP-sépharose (Pharmacia Biotech, 50 mL). Les colonnes
sont préalablement équilibrées avec le tampon A (Tris-HCl pH 8,0 50 mM,
glycérol 10 %, NaCl 0,1 M, ZnCl2 0,1 mM, βME 10 mM). L’extrait brut est
déposé sur la colonne Q–sépharose à raison de 2 mL/min. Après le passage de
150 mL de tampon A, la colonne Q–sépharose est détachée et un gradient de
600 mL est réalisé sur la colonne SP–sépharose entre 20 % et 50 % de tampon
B (Tris-HCl pH 8,0 50 mM, glycérol 10 %, NaCl 1 M, ZnCl2 0,1 mM, βME 10
mM) à raison de 3 mL/min. La protéine de nucléocapside est éluée à 350 mM
de NaCl.
Tamis moléculaire
La deuxième étape de puriﬁcation consiste en un tamis moléculaire (Super-
dex 75, Pharmacia Biotech, 320 mL). La colonne est préalablement équilibrée
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Figure B.1 – Etapes de purification de la NC1✏55
avec le tampon d’élution C (Tris-HCl pH 7,0 50 mM, glycérol 10 %, NaCl 0,1
M, ZnCl2 0,1 mM, βME 10 mM). La NC est éluée après 220 mL de tampon C.
Les diﬀérentes étapes de puriﬁcation sont présentées sur un gel acrylamide à
la Figure B.1. 5 mg de NC puriﬁée sont généralement obtenus par litre de
culture.
Surproduction et purification de TrmI
Le protocole de surproduction et de puriﬁcation de TrmI est adapté de
Droogmans et al. [111].
Surproduction de TrmI
La protéine TrmI a été surproduite dans la souche BL21(DE3)Rosetta
(Novagen) de E. coli transformée par un plasmide pET15b portant le gène
trmI ainsi qu’un gène de résistance à l’ampicilline. Le plasmide pET15b-
trmI a été donné au laboratoire par l’équipe de Louis Droogmans [111]
(Université Libre de Bruxelles, Belgique). L’expression de trmI est sous le
contrôle du promoteur de T7 et est inductible par l’IPTG. La protéine pro-
duite porte une extension N-terminale avec une étiquette de 6 histidines (His6).
La souche BL21(DE3)Rosetta porte 6 gènes d’ARNt rares de E. coli sur un
plasmide conférant également la résistance au chloramphénicol. Ceci permet
une meilleure expression de la protéine TrmI dont le gène trmI provient d’un
organisme thermophile (T. thermophilus) ne présentant pas la même utilisa-
tion des divers codons dégénérés du code génétique que E. coli.
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Les cellules sont cultivées à 37 ℃ dans un milieu LB en présence de chlo-
ramphénicol (25 µg/mL) et d’ampicilline (100 µg/mL). L’induction se fait par
l’ajout d’IPTG (1 mM ﬁnal), lorsque la DO à 600 nm atteint 0,5 u.a. La crois-
sance se poursuit alors pour une période de 3 h. La culture est centrifugée à
9000 g pendant 20 min à 4 ℃ (rotor JLA 8100, Beckman). Les culots sont
rassemblés et suspendus dans un volume de tampon de lyse équivalent à 1/50
du volume de culture (Tris-HCl pH 8,5 50 mM, KCl 500 mM). Les culots
suspendus sont ensuite placés à – 70 ℃.
Purification de TrmI
Les cellules sont décongelées sur la glace puis soniquées en présence de
0,1 % de désoxycholate de sodium à 4 ℃ pendant 5 min par cycles de 30
s entrecoupés de 30 s de pause. Les débris cellulaires sont éliminés par une
centrifugation à 48000 g pendant 30 min à 4 ℃ (rotor JA 20, Beckman). Le
surnageant est ﬁltré sur une membrane de 0,22 µm. Les étapes suivantes de
puriﬁcation par chromatographie sont réalisées à température ambiante sur un



















TrmI  28.9 kDa
a b
Figure B.2 – Etapes de purification de TrmI
a : Chromatographie IMAC, colonne nickel, élution de TrmI-His6 par un gradient
d’imidazole. b : clivage de l’étiquette N-terminale de 6 histidines (His6) par la throm-
bine. Puriﬁcation de TrmI après clivage par tamis moléculaire (Superdex 200).
La première étape de puriﬁcation consiste en une colonne d’aﬃnité pour
les ions métalliques (IMAC), en l’occurrence ici une colonne d’aﬃnité pour le
nickel. La colonne Ni-NTA (Pharmacia Biotech, 5 mL) est équilibrée avec le
tampon A (Tris-HCl pH 8,5 50 mM, KCl 500 mM). L’extrait brut est déposé
sur la colonne Q–sépharose à raison de 1 mL/min. Après le passage de 50 mL
de tampon A, un gradient de 100 mL est réalisé entre 0 et 100 % de tampon B
(Tris-HCl pH 8,5 50 mM, KCl 500 mM, Imidazole 1 M) à raison de 1 mL/min.
La protéine TrmI est éluée entre 250 et 350 mM d’imidazole (Figure B.2 a).
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L’étiquette N-terminale est ensuite clivée par coupure enzymatique à la
thrombine (25 U de thrombine par mg de TrmI). La coupure est réalisée à
température ambiante sur la nuit (Figure B.2 b).
La protéine tronquée est ensuite puriﬁée par une étape de tamis moléculaire
(Superdex 200, Pharmacia Biotech, 320 mL). La colonne est préalablement
équilibrée avec le tampon de cristallisation (Tris-HCl pH 8,0 50 mM, KCl
100 mM). Les fractions contenant la protéine TrmI puriﬁée sont rassemblées
et concentrées à l’aide d’Amicon® Ultra jusqu’à 8–10 mg/mL et conservées
à 4 ℃. 20 mg de TrmI puriﬁée sont généralement obtenus pour un litre de
culture.
Surproduction et purification de l’ARNtMetf de
E. coli
Le protocole de surproduction et de puriﬁcation de l’ARNtMetf est adapté du
protocole d’extraction d’ARNt de Zubay [468] et du protocole de surproduction
et de puriﬁcation de Meinnel et al. [469, 470]
Surproduction d’ARNtMetf
L’ARNt a été surproduit dans la souche JM101TR de E. coli transformée
par le plasmide pBSTtRNAMetf portant le gène de l’ARNt
Met
f ainsi qu’un gène
de résistance à l’ampicilline. Les cellules sont cultivées pendant une nuit à 37 ℃
en milieu LB en présence d’ampicilline (50 µg/mL), jusqu’en phase station-
naire. Les cellules sont récoltées par centrifugation à 9000 g pendant 30 min à
4 ℃ (rotor JLA 8100, Beckman), puis reprises dans 5 mL de tampon (Acétate
de magnésium 10 mM, Tris-HCl pH 7,4 1 mM).
Purification de l’ARNtMetf
Préparation de l’ARNt total
La lyse cellulaire et l’extraction sont menées en une seule étape par l’ajout
d’un volume de phénol saturé en eau. Une agitation douce est appliquée du-
rant une heure. Après décantation par centrifugation à 9000 g pendant 30
min à 15 ℃ (rotor JA 12, Beckman), les acides nucléiques contenus dans la
phase aqueuse sont précipités par l’ajout de 2 volumes d’éthanol absolu et de
0,1 volume de chlorure de sodium 5 M. La suspension d’acides nucléiques est
centrifugée à 9000 g pendant 30 min à 4 ℃ et le culot est repris dans 5 mL
de chlorure de sodium 1 M. Seuls les petits ARN sont solubles à cette force
ionique. Ainsi, après une nouvelle centrifugation, le surnageant qui contient
l’ARNt total est précipité par l’ajout de 2,5 volumes d’éthanol absolu et cen-
trifugé à nouveau (9000 g, 30 min, 4 ℃). Le culot d’ARNt total est alors repris
dans 2 mL de Tris-HCl pH 8,0 2 M et incubé pendant deux heures à 37 ℃.
Cela permet la déacylation de l’extrémité 3➐ des ARNt. Après une dernière
précipitation à l’éthanol, les ARNt sont repris dans 5 mL d’eau.
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Chromatographies
La première étape de puriﬁcation consiste en un tamis moléculaire (Super-
dex 75, Pharmacia Biotech, 320 mL). La colonne est préalablement équilibrée
avec le tampon d’élution (Tris-HCl pH 7,0 25 mM). Les fractions correspon-
dant à un volume d’élution compris entre 130 et 180 mL sont rassemblées. La
deuxième étape de la puriﬁcation consiste en une colonne échangeuse d’anions
(Pharmacia Biotech, Resource–Q, 50 mL). La colonne est préalablement équi-
librée avec le tampon A (Tris-HCl pH 7,0 50 mM), puis l’échantillon est déposé
à raison de 2 mL/min. Un gradient de 500 mL est réalisé entre 30 % et 60 %
de tampon B (Tris-HCl pH 7,0 50 mM, NaCl 1 M) à raison de 2 mL/min.
L’ARNtMetf est élué entre 45 % et 50 % de tampon B. La troisième étape de la
puriﬁcation consiste en une autre colonne échangeuse d’anions plus résolutive
(Pharmacia Biotech, Mono–Q, 8 mL). Cette étape est identique à la précédente,
toute proportion gardée en ce qui concerne les volumes de colonnes. La dernière
étape de puriﬁcation consiste en une colonne en phase inverse (Pharmacia Bio-
tech, Phenyl–Superose, 8 mL). La colonne est préalablement équilibrée avec le
tampon C (acétate d’ammonium pH 6,5 10 mM, sulfate d’ammonium 1,7 M).
puis l’échantillon est déposé à raison de 1 mL/min. Un gradient inverse est
réalisé entre 0 et 100 % de tampon B (acétate d’ammonium pH 6,5 10 mM,
sulfate d’ammonium 1,0 M). L’ARNtMetf est élué à environ 1,5 M de sulfate
d’ammonium. Les fractions contenant l’ARNtMetf puriﬁé sont rassemblées, dia-
lysées contre le tampon de cristallisation (Tris-HCl pH 8,0 50 mM, KCl 100
mM), concentrées à l’aide d’Amicon® Ultra et conservées à -20 ℃.

Résumé
Le travail retranscrit dans cette thèse regroupe l’étude de diﬀérents processus biologiques impliquant
les ARN de transfert. Premièrement, dans le cadre de l’étude du rôle de la protéine de nucléocapside
(NC) dans la formation du complexe d’initiation de la transcription inverse du VIH-1, un site de
ﬁxation fort et spéciﬁque de la NC a été identiﬁé sur le bras D de l’ARNtLys3 — l’ARNt servant
d’amorce à la transcriptase inverse lors de la synthèse du brin d’ADNc(✏). Cette ﬁxation permet
d’une part la fusion des interactions tertiaires entre les bras T et D de l’ARNtLys3 et pourrait d’autre
part être l’un des facteurs déplaçant l’équilibre vers la formation de l’hybride ARNtLys3 /ARN viral.
L’étude structurale par RMN du complexe NC/bras D s’est heurtée à des problèmes d’échange chi-
mique dans la gamme intermédiaire–rapide de l’échelle de temps spectrale. L’utilisation de séquences
de type CPMG–HSQC a permis d’améliorer le rapport signal/bruit des expériences RMN, et parti-
culièrement celui des signaux des résidus de l’interface. Ceci nous a permis d’identiﬁer les résidus de
la NC impliqués dans la reconnaissance du bras D. Deuxièmement, la structure de la m1A58 méthyl-
transférase de T. thermophilus (TrmI) — une enzyme de modiﬁcation des ARNt — a été résolue par
cristallographie et aﬃnée à 1.7 Å. Ceci a permis d’identiﬁer trois résidus potentiellement impliqués
dans la catalyse et/ou la reconnaissance du substrat ARNt (D170, Y78 et Y194). La production de
variants de TrmI au niveau de ces résidus ainsi que des études d’amarrage moléculaire d’une adénine
au site actif ont permis de conﬁrmer cette hypothèse et de proposer un rôle catalytique pour cha-
cun d’eux. Parallèlement, des études par gel natif et par spectrométrie de masse en conditions non
dénaturantes ont montré une stœchiométrie 1/2 pour le complexe entre l’enzyme TrmI tétramérique
et le substrat ARNt. Troisièmement, la résolution de la structure cristallographique de l’ARNtMetf
initiateur d’E. coli a révélé une conformation unique de la région de l’anticodon. Cette conformation
unique est associée au paires GC de la tige anticodon, caractéristiques des ARNt initiateurs. Cette
conformation particulière — dans laquelle la base A37 ne vient pas s’empiler entre les bases 36 et
38, comme dans tous les ARNt élongateurs — permet de mettre en lumière de nombreux résultats
biochimiques de la littérature et suggère un mécanisme par lequel la machinerie de l’initiation de la
traduction pourrait discriminer l’ARNt initiateur de tous les ARNt cellulaires.
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During this thesis, we have studied several biological processes involving transfert RNA. First, the
study of the role of the nucleocapsid protein (NC) in the formation of the HIV-1 reverse transcription
initiation complex enabled us to identify a strong and speciﬁc binding site for the NC onto the D-arm
of tRNALys3 — the tRNA used as a primer by the reverse transcriptase for the cDNA(✏) synthesis.
This strong binding allows the melting of tertiary interactions between the T and D-arms of tRNALys3
and could also be a key factor driving the tRNALys3 /viral RNA hybrid formation. The NMR structural
study of the NC/D-arm complex encountered chemical exchange problems in the range intermediate–
fast of the chemical shift time-scale. The use of CPMG-like sequences improved signal/noise ratio,
particularly for signals belonging to the residues involved in the interface. This allowed us to identify
NC residues involved in the D-arm recognition. Secondly, the structure the m1A58 methyltransferase
of T. thermophilus (TrmI) — a tRNA modiﬁcation enzyme — was solved by cristallography and
reﬁned to 1.7 Å. Three residues potentially involved into catalysis and/or tRNA substrat recognition
were identiﬁed (D170, Y78 et Y194). The production of TrmI variants aﬀected at these positions
together with the molecular docking of an adenine into the TrmI active site enabled us to conﬁrm this
hypothesis and to propose a catalytic role for each mutated residue. In addition, non-denaturating
gel electrophoresis and non covalent mass-spectrometry revealed the 1/2 stoichiometry of the TrmI
tetramer/tRNA complex. Thirdly, the resolution of the E. coli initiator tRNAMetf structure uncovered
a unique conformation of the anticodon region. This unique conformation is associated with the GC
pairs within the anticodon stem, which are characteristic of initiator tRNA. This peculiar structure
— in which the A37 base is not stacked between bases 36 and 38, as in all elongator tRNA structures
— put in light many biochemical results of the literature and suggests a mechanism by which the
translation initiation machinery could discriminate the initiator tRNA from all other tRNA.
Key words
tRNA – Crystallography – NMR – HIV-1 reverse transcription – nucleocapsid – tRNALys3 – methyltransferase
– TrmI – 1-methyladenosine – m1A58 – translation initiation – tRNA
Met
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